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As células progenitoras endoteliais (CPEs) são células pluripotentes que se proliferam e 
diferenciam em células endoteliais adultas. São principalmente caracterizadas pela expressão 
de CD34, CD31, internalização de acLDL e formação in vitro de estruturas semelhantes a vaso. 
Elas representam apenas 0,1% das células da medula óssea e 0,01% do sangue periférico, 
podendo ser expandidas em cultura de células para terapia celular. Neste trabalho analisamos o 
papel das CPEs tardias cultivadas por 30 dias em dois meios de cultura na resolução do trombo 
arterial induzido por FeCl3. Células mononucleares foram isoladas de medula de camundongos 
e cultivadas em meio EGM2® (meio comercial) ou DMEM-M1 (DMEM acrescido de VEGF 
(10ng/mL), IGF (2ng/mL) e bFGF (2 ng/mL)). As células foram positivas para 
CD34,CD133,VEGFR2,CD31 e VE-caderina, acLDL e formaram estruturas semelhantes a 
vasos. O trombo arterial foi induzido por lesão com FeCl3 na carótida de camundongos. Os 
animais receberam 3 injeções de CPEs, 15 min antes, 1 e 24 horas após a lesão. Os vasos foram 
analisados 0, 3 e 7 dias após a lesão nos grupos CTR (sem células), EGM2 (células EGM2®) e 
M1 (células DMEM-M1). A análise histológica mostrou redução da área do trombo 7 dias após 
a lesão. As CPEs injetadas foram encontradas no lúmen do vaso e na camada adventícia. Por 
microscopia intravital observamos a dinâmica de formação do trombo com embolização em 
M1 e EGM2 e formação de trombo oclusivo para os grupos CTR e injetados com HUVEC e 
fibroblastos. O tempo de formação de trombo foi prolongado para M1 e EGM2 em relação ao 
CTR. CPEs foram capazes de inibir a agregação plaquetária in vitro. Observamos aumento na 
expressão de eNOS após 7 dias da lesão in vivo e diminuição dos níveis de SDF-1 circulantes 
no plasma. Houve aumento da atividade de MMP-2 e 9 nos grupos injetados, sendo a atividade 
do grupo M1 maior que do EGM2. Concluímos que o meio DMEM-M1 foi capaz de gerar uma 
população de CPEs viáveis e eficientes para terapia celular comparado com EGM2®. O 
tratamento com CPEs prolongou o tempo de trombose e propiciou a resolução do trombo 
arterial após a lesão, melhorando a atividade do vaso com aumento na expressão de eNOS. A 
resolução de trombo pode estar relacionada à atividade aumentada das MMPs que atuariam na 
matriz trombótica e à diminuição da agregação plaquetária, enquanto os níveis de SDF-1 
diminuídos podem indicar que as CPEs estão sinalizando para a regeneração do endotélio e a 
diminuição da mobilização celular da medula. Deste modo, nosso laboratório possui agora uma 
metodologia adequada para o isolamento e caracterização de uma linhagem de CPEs capazes 
de participar tanto da formação e resolução do trombo arterial como do remodelamento do 
endotélio após a lesão arterial.   
2. ABSTRACT 
 
Endothelial progenitor cells (EPC) present pluripotent characteristics proliferating and 
differentiating into mature endothelial cells. These cells are mainly characterized by the 
expression of CD34, VEGFR2, CD31, internalization of AcLDL and formation in vitro of 
vessel like structures. They can be mobilized from bone marrow to the sites of vascular injury 
promoting vascular re-endothelialization. They represent 0.1% of bone marrow and 0.01% of 
peripheral blood cells and can be culture for cell therapy use. In this work, we analyze the role 
of late EPC grown for 30 days in two different culture media on the arterial thrombus resolution 
induced by FeCl3. MMC (mononuclear cells) were isolated from mice bone marrow and 
cultured in EGM2® (commercial medium) or DMEM-M1 (DMEM plus VEGF (10ng/mL), 
IGF (2ng/mL) and bFGF (2 ng/mL)). Cells showed positive expression for CD34, CD133, 
VEGFR2, CD31 and VE-cadherin, AcLDL internalization and vessel-like structures formation 
ability. We performed in vivo thrombosis analysis using in C57BL/6 mice. The carotid artery 
was isolated and lesioned with FeCl3 and the animals received CPE’s injections 15 min before, 
1 hour and 24 hours after injury. The vessels were analyzed 0, 3 and 7 days after injury in CTR 
(no cells), EGM2 (EGM2® cells) and M1 (DMEM-M1 cells) groups. Vessel histological 
analysis showed a reduction of the thrombus area 7 days after injury. EPCs injected were found 
in the lumen and adventitia. By intravital microscopy, we observed the dynamics of thrombus 
formation, with embolization in M1 and EGM2 groups. Occlusive thrombus formation time 
was prolonged in MI and EGM groups when compared to CTR and injected with HUVEC and 
fibroblasts groups. EPCs were able to inhibit platelet aggregation in vitro, increased the 
expression of eNOS and decrease SDF-1 levels in circulating plasma after 7 days. MMP-2 and 
9 activities increased in M1 and EGM groups when compared to CTR, with an activity higher 
in M1 than in EGM2 group.  We conclude that the DMEM-M1 medium was able to generate a 
viable and efficient population of EPC comparable to the commercial medium for cell therapy. 
M1 and EGM2 cells extend occlusion time and promote accelerated thrombus resolution after 
arterial lesion, improving the vessel with increased eNOS expression. Thrombus resolution may 
be related to increased MMPs activity in the thrombotic matrix. Decreased SDF-1 levels may 
indicate that EPC are signaling for regeneration of the endothelium and decreased mobilization 
from the bone marrow. Now, our laboratory has the adequate technology to isolate, 
characterize, and analyze the functionality of a EPC lineage able to participate in the formation 
and resolution arterial thrombus and endothelium remodeling after arterial injury. 
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1. Células progenitoras endoteliais (CPEs) e perfil de expressão de seus marcadores 
As CPEs foram isoladas a partir de uma população de células CD34+ do sangue 
periférico por Asahara et al. em 1997. Estas células tem importante papel na formação e reparo 
do endotélio vascular e podem originar células endoteliais (CEs) maduras que participam da 
neovasculogênese e da angiogênese (Eggermann et al., 2003).  
A origem das CPEs pode ser hematopoiética ou não. As de origem hematopoiéticas 
são derivadas da medula óssea (Lin et al., 2000) e compreendem uma população de células 
heterogêneas representadas por CPEs formadoras de colônias, CPEs diferenciadas não-
formadoras de colônias, CPEs mielóides e células angiogênicas (Yao et al., 2012). Na medula 
óssea, encontram-se intimamente associadas às células-tronco hematopoiéticas e ao estroma, 
formando um microambiente ideal para sua proliferação, migração e diferenciação em células 
endoteliais adultas (Ribatti, 2004). Podem ser encontradas ainda no sangue periférico (Asahara 
et al., 1997) ou de cordão umbilical (Ingram et al., 2004). Já as CPEs de origem não 
hematopoiética são as encontradas no fígado fetal, baço e gordura (Piechev et al., 2000).   
As CPEs podem ser caracterizadas pela expressão de uma gama de diferentes 
marcadores celulares. Zhang e She (2007) afirmam que a heterogeneidade destes marcadores 
reflete o estágio de desenvolvimento das CPEs durante a maturação.  Em 2003 Chun-Ling et 
al. mostraram que células-tronco hematopoiéticas (CTH), CPEs e CE circulantes expressam 
VEGFR2, CD34, CD31 e Tie1. Urbich e Dimmeler em 2004 identificaram uma população de 
CPEs que co-expressam marcadores de células-tronco hematopoiéticas (CD34 e CD133) e de 
células endoteliais (VEGFR2, CD31, vWF e eNOS). Murasawa e Asahara, em 2005, por sua 
vez, observaram que as CPEs e as CTHs expressam inicialmente VEGFR2 e CD34, porém VE-
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caderina, VEGFR2 e Tie1, específicos de CEs, são expressos apenas nas CPEs em diferenciação 
e não estão presentes nas CTHs.   
Estes et al. em 2010 utilizando citometria de fluxo e ensaios funcionais definiram 
uma população de células em circulação, caracterizadas como CD31+ CD34+ CD45- AC133- 
CD14- CD41a-. Já Schmidt-Lucke et al. (2010) definiram as CPEs como uma população de 
células CD45dim KDR+ CD34+, indicando uma origem hematopoiética.  
Desta forma, podemos traçar um perfil de expressão de alguns marcadores celulares 
de CPEs identificados por diferentes pesquisadores ao longo dos anos (Figura 1), contudo, ainda 
hoje não existe um perfil de marcadores único considerado específico desta células. 
 
 
Figura 1: Mapa da identificação dos vários subtipos de CPEs. Identificação do perfil de 
expressão dos principais marcadores de CPEs com base no ano de publicação da pesquisa e 
seus autores (adaptado a partir de Williams e Silva, 2015).  
Em 2004, Hur et al. classificaram as CPEs in vitro em duas populações, sendo tal 
classificação utilizada até os dias de hoje. A primeira população é chamada de CPE inicial (ou 
early EPCs), Estas células são qualificadas como CPEs circulantes ou ainda células 
angiogênicas circulantes (Gulati et al., 2003) e compartilham propriedades morfológicas 
comuns aos monócitos e às células endoteliais (expressam CD11b, CD11c, CD14, CD31, VE-
caderina, se ligam à lecitina e internalizam acLDL) (Kalka et al., 2000; Hristov et al., 2007). 
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São células fusiformes (Figura 2), com pico de crescimento entre a 2º a 3º semana de cultura, 
morrendo após aproximadamente 4 semanas em cultura (Hur et al., 2004).  Yoder et al (2007) 
preferem chamá-las de células angiogênicas (CA), já que não apresentam fenótipo endotelial in 
vitro e aumentam a neovascularização de forma parácrina, secretando citocinas angiogênicas 
que auxiliam no recrutamento das CEs maduras residentes, induzindo sua proliferação e 
sobrevivência. A segunda população de CPEs, são as CPEs tardias (ou late EPCs), células 
endoteliais de crescimento (Gulati et al., 2003), células endoteliais de crescimento tardio (Yoon 
et al., 2005) ou ainda células formadoras de colônias endoteliais (Hirschi et al., 2008). Estas 
células apresentam morfologia em forma de paralelepípedo (Figura 2), surgem após 2 ou 3 
semanas de cultura, com crescimento exponencial entre 4 e 8 semanas e sobrevivem até 12 
semanas de cultura (Hur et al., 2004). Tais células possuem características tipicamente 
endoteliais, in vitro e in vivo, contribuindo de forma mais direta com a neovascularização, 
fornecendo novas CEs e, consequentemente, novos vasos graças ao seu alto potencial 
proliferativo, sendo assim consideradas CPEs verdadeiras (Timmermans et al., 2007).  De 
acordo com Hristov e Weber (2008), estas células são ainda capazes de atenuar a hiperplasia 
neointima in vivo. 
 
Figura 2: Morfologia fusiforme das CPEs. As CPE precoce são fusiformes e as CPE tardias 
são em forma de paralelepípedo. Barra 100µm. 
 
Apesar de todo esse potencial, as CPEs representam menos de 0,1% do total de 
células presentes na medula óssea e menos de 0,01% das células mononucleares (CMN) do 
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sangue periférico (Yoon et al., 2005). Além disso, apresentam um potencial restrito de 
proliferação e diferenciação, comparadas às células tronco embrionárias (Smadja et al., 2007).  
Considerando a quantidade extremamente baixa das CPEs e sua importância no 
reparo de lesão arterial, a técnica de cultivo celular torna-se extremamente importante nas 
investigações biológicas, o que justifica a necessidade de novas metodologias a fim de utilizá-
las na terapia celular (Iwaguro e Asahara, 2005). É necessário também um melhor entendimento 
com relação aos mecanismos de ação envolvidos na atividade destas células envolvendo suas 
diferentes populações e desta forma, resolver os problemas quantitativos e qualitativos 
relacionados às CPEs e sua aplicação terapêutica (Tsukada et al., 2013). 
 
2. Fatores que influenciam na proliferação das CPEs in vitro 
 As CPEs podem ser expandidas em cultura por meio da combinação de diferentes 
fatores de crescimento e citocinas presentes no microambiente das células, sendo este um dos 
desafios da técnica de cultivo celular. Estes fatores podem ser produzidos de forma autócrina 
ou parácrina modulando a atividade celular (Takahashi et al., 2007) e agindo como 
sinalizadores entre as células. Na literatura, fatores de crescimentos como VEGF, FGF e IGF, 
tem sido descritos como necessários para a proliferação e diferenciação das CPEs em cultura 
(Eggermann et al., 2003; Jianguo et al., 2010; Tousoulis et al., 2008; Yang et al., 2011; Bueno-
Betí et al., 2013; Cheng et al., 2013). 
O Fator de Crescimento do Endotélio Vascular (VEGF) contribui para a 
neovascularização e mobilização das CPEs derivadas da medula óssea, de acordo com Kalka et 
al. (2000). Seu receptor VEGFR2 (receptor II do VEGF) é o maior indutor de angiogênese, 
estimulando a proliferação, migração e formação de vasos endoteliais, e regulando a 
permeabilidade vascular (Yancopoulos et al., 2000; Lacaud et al., 2004). Outro fator 
considerando essencial para a proliferação destas células é o Fator de Crescimento Fibroblástico 
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básico (bFGF) que regula a proliferação celular, a produção de proteases e a migração das CEs, 
atuando em vários processos fisiológicos e patológicos (Miraglia et al., 1997).  O Fator de 
Crescimento Semelhante à Insulina I (IGF-I) possui função mitógena para diversos tipos 
celulares, como as progenitoras (Senegaglia et al., 2008), controla a proliferação e diferenciação 
celular na fase G1 da divisão (Zumstein e Stiles, 1987). Por isso, estes fatores foram os 
selecionados por nosso laboratório para a elaboração de um meio de cultura capaz de sustentar 
a proliferação e induzir a diferenciação de células da linhagem monocítica e macrofágica de 
medula óssea em células vasculares e compararmos o efeito deste meio com um meio comercial 
descrito como efetivo para a diferenciação de células endoteliais em cultura e cuja formulação 
não discrimina as quantidades de fatores indutores de diferenciação.  
 
3. Endotélio vascular 
O sistema vascular é formado por artérias, arteríolas, veias, vênulas e capilares que 
levam oxigênio, nutrientes e componentes do sistema imune para todos os tecidos do corpo. A 
parede vascular é constituída por três camadas: a íntima (camada interna), a camada média e a 
túnica adventícia (camada externa). Sendo que a camada íntima é formada por uma 
monocamada de células endoteliais, apoiadas sobre uma matriz extracelular composta por uma 
série de proteínas por elas sintetizadas, como colágeno, laminina, fibronectina, proteoglicanos 
e proteases (Sumpio et el., 2002).   
A monocamada de células endoteliais representa uma fronteira fisiológica dinâmica 
entre o sangue circulante e o tecido ao redor, proporcionando uma superfície não trombogênica 
com propriedades de permeabilidade altamente seletivas. As células endoteliais exercem ações 
autócrinas, parácrinas e endócrinas significantes, além de influenciarem a atividade de células 
musculares lisas, plaquetas e leucócitos (Galley e Webster, 2004). 
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Em condições normais o endotélio produz uma série de moléculas anticoagulantes 
e antiplaquetárias (de Agostini et al., 1990) e uma variedade de importantes fatores vaso 
regulatórios como prostaglandinas e óxido nítrico (Hristov e Weber, 2008). A produção 
equilibrada desses fatores vasoativos é ateroprotetora, sendo o desequilíbrio nesta produção 
causa de disfunção endotelial, que pode ser um indicador precoce do desenvolvimento da 
aterosclerose (Lerman e Zeiher, 2005).  
 
4.  Lesão endotelial 
A superfície luminal do endotélio possui anticoagulantes naturais como 
proteoglicanos similares à heparina, inibidores de Fator Tecidual (FT) e a trombomodulina. Os 
proteoglicanos similares a heparina agem pela aceleração da inibição das proteases envolvidas 
com a coagulação através da antitrombina. A inibição do fator tecidual acontece pela reação 
reversível do complexo fator tecidual-fator VIIa-fator Xa. A trombomodulina se liga a trombina 
e esse complexo leva a ativação da proteína C gerando proteína C ativa, que é anticoagulante 
degradando fator Va e VIIIa. Esses inibidores bloqueiam a iniciação da cascata de coagulação 
e também a formação de fibrinogênio mediada por trombina e ativação plaquetária (Esmon e 
Esmon, 2011). 
A perda da função do endotélio não só causa vasoconstrição, mas também leva à 
mudanças aterotrombóticas tais como a proliferação de células musculares lisas, expressão de 
moléculas pró-inflamatórias e trombose, além de hipertensão e síndromes inflamatórias, sendo 
estas doenças caracterizadas como injúria, disfunção ou ativação endotelial (Galley e Webster, 
2004). 
 Quando ocorre alguma injúria no vaso, o sistema hemostático é ativado (Lippi et al., 
2011) levando à formação de um coágulo de forma a evitar perda excessiva de sangue (Westrick 
et al., 2007). Esta resposta à injúria vascular é regulada para prevenir a formação de coágulo 
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vascular patológico ou trombose, que pode restringir o fluxo sanguíneo (Taquetia e Jaffer, 
2013).  
Dois dos eventos mais importantes que ocorrem na injúria vascular são a exposição 
da matriz extracelular e a ativação das células endoteliais (Lippi et al., 2011). A ativação das 
células endoteliais leva à exposição de receptores de membrana, exocitose de corpos de Weibel-
Palade e início de vários processos bioquímicos (Furie e Furie, 2007). Dentre os receptores de 
adesão estão as moléculas de adesão intracelular (ICAM-1, ICAM-2 e ICAM-3), molécula de 
adesão de célula vascular (VCAM) e molécula de adesão célula endotelial-plaqueta (PECAM-
1) (Löwenberg et al., 2010).  
Toda essas alterações na bicamada lipídica da membrana plasmática das células 
endoteliais lesionadas resultam na exposição de fosfolipídios negativamente carregados que 
ligam os fatores de coagulação e outras moléculas hemostáticas, como o Fator Tecidual (FT), 
iniciando assim a sinalização protrombótica (Lippi et al., 2011). Com a expressão do FT, 
proteínas de coagulação sanguínea inativas (zimógenos) são convertidas em enzimas ativas 
correspondentes. A trombina é rapidamente formada (Furie e Furie, 2007) e ativará fibrinogênio 
em fibrina (Figura). Nesse processo, ocorre ainda a ativação, agregação e adesão de plaquetas, 
levando à formação de um trombo rico em fibrina no local da injúria dentro de minutos (Sachs 






Figura 3: Esquema da formação de trombo. 2A: disfunção endotelial ou danos mecânicos 
induzem a ativação do endotélio de forma à expor o Fator Tecidual (FT). Este se liga ao Fator 
VIIa da cascata de coagulação formando um complexo que ativará os fatores IXa e X. O Fator 
X é ativado em Fator Xa que ativa protrombina em trombina. Inicialmente a quantidade de 
trombina formada é baixa e suficiente apenas para reativar Fator IXa que reativa juntamente 
com Fator VIIa o Fator Xa gerando assim protrombina em quantidade suficiente para ativa 
fibrinogênio em fibrina. A fibrina liga-se às plaquetas e hemácias dando origem ao coágulo 
sanguíneo. 2B: esquema ilustrando o trombo formado, com presença do FT, trombina e fibrina. 








4.1. Trombose arterial e indução do trombo por FeCl3 
A trombose arterial ocorre mais frequentemente graças à ruptura ou erosão de uma 
placa aterosclerótica instável, principalmente na circulação coronária, expondo elementos 
trombogênicos para o fluxo sanguíneo (Davies et al., 1979; Falk, 1983 e 1985). Em nível 
celular, a trombose arterial é primariamente composta por agregados de plaquetas. Isto ocorre 
devido a habilidade destas células aderirem à parede do vaso lesionado e também a outras 
plaquetas ativadas (agregação plaquetária) sobre condições de fluxo rápido, como ocorre nas 
artérias com estenose.  
 O trombo venoso difere do arterial quanto à composição. Enquanto trombos 
arteriais tem a aparência de “trombo branco” por serem compostos principalmente por 
agregados de plaquetas, os trombos venosos são formados, principalmente, por fibrina e 
eritrócitos, sendo identificados como “trombo vermelhos”. (Jerjes-Sanchez, 2005; Franchini e 
Mannucci, 2008). 
Devido à natureza multifatorial da trombose e a dificuldade de elucidar o conjunto 
de fatores envolvidos na mesma, faz-se necessário o estudo de modelos animais para melhor 
explorar a patofisiologia da trombose (Westrick et al., 2007), considerando assim a parede do 
vaso ativada, o fluxo sanguíneo, a presença de Ca+2 e de todos os componentes do sangue (Furie 
e Furie, 2007). 
Embora a patologia do trombo em condição natural possa ser tanto aguda quanto 
crônica, a observação experimental deste processo em modelos animais se dá por métodos de 
indução artificiais. Este métodos assumem muitas formas, cada um com suas vantagens e 
desvantagens, de acordo com a relação que estabelecem com o mecanismo fisiológico da 
formação do trombo (Furie e Furie, 2005). Uma das formas de indução do trombo é o modelo 
de indução química provocada por cloreto férrico -FeCl3 (Kurz et al., 1990). 
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Em 1994, o FeCl3 foi pela primeira vez aplicado na veia cava inferior de coelhos 
(Reimann-Hunziker, 1944) a fim de induzir trombose, este método foi adaptado para carótida 
de ratos em 1990 por Kurz et al., mostrando que uma solução de FeCl3 aplicada na artéria 
carótida exposta de ratos, induzia trombose oclusiva. Em 1998, o modelo de trombose arterial 
causada pelo FeCl3 foi adaptado para camundongos no estudo da deficiência do inibidor do 
ativador do plasminogênio (Farrehi et al., 1998). 
O FeCl3 é um reagente químico de caráter ácido e coloração castanho escuro que 
vem se tornando um método comum para investigação de mecanismos trombóticos em 
camundongos (Day et al., 2004). A trombose arterial induzida por FeCl3 representa um modelo 
de trombose amplamente utilizado em várias espécies, incluindo ratos e coelhos (Chen et al., 
2011).  Embora o modelo de injúria por FeCl3 seja amplamente usado, pela facilidade de 
implementação e formação robusta do trombo, o mecanismo pelo qual o FeCl3 induz a formação 
do trombo ainda não está totalmente estabelecido.  
O início da formação do trombo neste modelo é historicamente atribuído à 
denudação das células endoteliais provocada por íon Ferro livre e subsequente exposição da 
camada subendotelial pró-trombótica que desencadeia a adesão e agregação plaquetária, 
ativando a cascata de coagulação (Westrick et al., 2007). Eckly et al. (2011) observou que 
embora o endotélio aparentemente esteja denudado, há limitada exposição de colágeno no vaso 
e a adesão e agregação plaquetária independem de receptores de fibrinogênio e colágeno.   
Neste modelo de lesão um parâmetro mensurável é o tempo decorrido do início da 
lesão até a completa oclusão do vaso, medida como a cessação do fluxo sanguíneo pelo medidor 
de fluxo de Doppler ou sob observação direta com microscopia intravital (Ghosh et al., 2008). 
Um intervalo de tempo entre 5 e 30 min foi avaliado em diversos estudos com camundongos 
C57BL6, sugerindo que as concentrações e aplicação do FeCl3, tempo de exposição, tipos de 
anestesia, técnicas cirúrgicas, a idade e o background genético dos animais, o método de 
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medição do fluxo sanguíneo, e outras variáveis ambientais têm efeitos significativos neste 
modelo (Chen et al., 2008; Robertson et al., 2009; Chen et al., 2011). O modelo de trombose 
arterial murino por FeCl3 tem rendido importantes insights sobre o processo patológico de 
formação de trombos in vivo (Owens et al., 2011). 
Embora este modelo ofereça muitas vantagens, existem algumas limitações. 
Segundo Owens et al. (2011), o estresse oxidativo agressivo induzido por FeCl3 pode desnaturar 
ou alterar proteínas circulantes e proteínas ligadas à membrana.  
 
4.2. A microscopia intravital como ferramenta de análise da formação do trombo 
Historicamente a microscopia intravital (MIV) foi aplicada pela primeira vez para 
estudar o tráfego de leucócitos no processo inflamatório, ajudando a definir passo a passo a 
resposta de adesão dos leucócitos ao endotélio em vênulas. A primeira descrição de MIV foi 
realizada por Wagner no século XIX, que aplicou a MIV de campo claro para visualizar o 
tráfego de leucócitos em tecidos translúcidos. A MIV vem evoluindo nas últimas décadas, 
sendo as imagens baseadas em fluorescência, sua maior abordagem, pela alta capacidade de 
resolução e detecção de múltiplos comprimentos de onda, permitindo resolução de imagem em 
sistemas biológicos (Taquetia e Jaffer, 2013). 
Devido à dificuldade no monitoramento da formação de trombo em humanos, tanto 
para indução em vasos de pequeno calibre do mesentério quanto em vasos maiores como artéria 
carótida (Nieswandt et al., 2001; Falati et al., 2002; Westrick, Win e Eitzman, 2007; Kuijpers 
et al., 2008), a MIV tem sido uma ferramenta amplamente utilizada para identificar o 
dinamismo do processo trombótico. Dados de MIV tem mostrado que a trombose arterial é 





5. Papel das células progenitoras endoteliais no reparo vascular 
Por vários anos o crescimento e remodelamento vascular foi explicado como 
resultado da capacidade migratória e proliferativa de células endoteliais maduras (Miller-
Kasprzak e Jogodzinski, 2007). Com a descoberta das CPEs não só este conceito foi alterado 
como também o de angiogênese em adultos, indicando a participação de células da medula 
óssea na formação de novos vasos sanguíneos ao invés de ocorrer apenas migração e 
proliferação de CEs maduras pré-existentes (Pearson, 2009 e 2010). Alguns estudos indicaram 
que as CPEs derivadas da medula óssea têm a capacidade de migrar para o endotélio lesionado, 
podendo se diferenciar em células endoteliais maduras, proliferar e substituir as células 
endoteliais lesionadas (Li et al., 2003; Kirton e Xu, 2010). 
Watt et al. (2010) indicam 3 possíveis estratégias terapêuticas para o uso de CPEs 
no reparo tecidual: como biomarcadores no diagnóstico ou prevenção de patologias 
cardiovasculares (Vasa et al., 2001); como auxiliares na neovascularização de tecidos 
lesionados (Yao et al., 2012); e ainda por poderem ser manipuladas in vitro para aprimorar sua 
capacidade de reparo vascular e servirem como agentes específicos de regeneração vascular.  
Considerando que as doenças vasculares são uma das principais causas de morte no 
mundo, com destaque para aterosclerose causando disfunção endotelial, o uso terapêutico das 
CPEs na substituição do endotélio lesionado tem sido um dos principais focos das pesquisas 
vasculares no mundo (Xu et al., 2007).  
Em 2000 Kalka et al. (2000) injetou CPEs isoladas de sangue periférico humano 
em camundongos com angiogênese prejudicada após excisão da artéria femoral e observou 
melhora na neovascularização ao injetar células expandidas em cultura em comparação com a 
injeção de células CD34+ frescas.  Em 2003 Hill et al.  reportaram uma correlação inversa entre 
o nível de CPEs no sangue periférico e o risco de doenças coronárias arteriais. No mesmo ano 
Hristov et al. (2003) sugeriram a habilidade das CPEs em melhorar a função de órgãos 
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isquêmicos possivelmente pela indução e modulação da angiogênese e vasculogênese ou 
estímulo da re-endotelização de injúrias nos vasos.  
A influência do ambiente neovascular pode facilitar a vasculogênese por promover 
a diferenciação de CEs, de acordo com Sharpe et al. (2006), uma vez que, estas células podem 
barrar a agregação plaquetária e a deposição de fibrina (Kasimir et al., 2005).   
Ensaios pré-clínicos indicam que as CPEs contribuem com 1-25% da formação de 
vasos após lesão isquêmica em diversas doenças (Young et al., 2007).  Zampetaki et al. (2008) 
notaram que a injeção de CPEs em membros isquêmicos de camundongos imuno-
comprometidos melhorou a perfusão e a recuperação de injurias, mas somente um pequeno 
número das CPEs incorporadas pôde ser identificada no local da lesão.  
Além de atuar de forma direta, as CPEs podem agir de forma parácrina produzindo 
citocinas angiogênicas e fatores de crescimento que promovem a proliferação de células 
endoteliais residentes, ativando a angiogênese, e assim, indiretamente, contribuindo para o 
restabelecimento da homeostase do endotélio (Shantsila et al., 2008; Briasoulis et al., 2011; 
Yao et al., 2012). Fatores de crescimento e sinais parácrinos secretados por essas células podem 
impedir a morte de cardiomiócitos, de acordo com Narmoneva et al., 2004. Desta maneira o 
uso de CPE como terapia celular para promoção do remodelamento vascular tem sido muito 
estudado, já que os mecanismos de ação destas células neste processo ainda não estão 
estabelecidos.  
 
6. Migração das CPEs para os locais de lesão vascular  
Para que as CPEs possam exercer sua função vascular é necessário a realização de 
quatro etapas distintas, porém inter-relacionadas. Primeiro elas devem responder aos sinais 
quimio-atratores e sair da medula óssea para o sangue periférico, depois migrar para o local 
onde ocorrerá o remodelamento, reparo vascular e angiogênese e se aderir a este locais e, 
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finalmente, se diferenciar em células endoteliais maduras e/ou regular a atividade das CEs 
preexistentes através de sinais parácrinos ou juxtacrinos (Urbich e Dimmeler, 2004) (Figura 4). 
 
Figura 4: Mecanismos moleculares que regula a migração das CPEs para os locais de lesão 
e a vasculogênese. O recrutamento e a incorporação das CPEs em locais angiogênicos requer 
um processo de várias etapas coordenadas que controladas/estimuladas por uma série de fatores, 
quimiocinas e citocinas. Estas etapas incluem a mobilização (1), endereçamento (2) – 
quimiotaxia, adesão e migração transendotelial, invasão do tecido lesionado (3), diferenciação 
in situ e produção de fatores parácrinos e/ou juxtacrinos (Imagem adaptada de Caiado e Dias, 
2012). 
 
O recrutamento de CPEs para tecidos lesionados envolve a adesão destas às células 
endoteliais ativadas por citocinas e sua transmigração através da monocamada endotelial 
(Vajkoczy et al., 2003). Devido ao baixo número de CPEs circulantes, a quimio-atração pode 
ser um importante passo para permitir o recrutamento de um número razoável de células 
progenitoras para os tecidos lesionados (Urbich e Dimmeler,2005). Hu et al. (2003) 
evidenciaram que as CEs que regeneraram tecidos lesionados se originaram a partir de células 
do sangue circulante e não a partir de células endoteliais dos vasos adjacentes.  
A mobilização e o chamado endereçamento (homing) das CPEs para o local de lesão 
ou isquemia é alvo de muitos estudos. Vários fatores estão envolvidos neste mecanismos, os 
31 
 
dois fatores mais bem caracterizados são o VEGF e SDF-1α (fator derivado de estroma 1α). 
Ambos agem como quimiotáticos para as CPEs e seus gradientes são estabelecidos da periferia 
para a medula óssea em condições de isquemia, sendo responsáveis pela mobilização das 
células para o sangue periférico e seu recrutamento para os locais de isquemia (De Falco et al., 
2005). 
Em condições normais, as CPEs residem dentro de um nicho de células-tronco na 
medula óssea caracterizado por baixa tensão de oxigênio (Harrison et al., 2002) e altos níveis 
de SDF-1. As CPEs são mobilizadas a partir da medula em resposta a lesões e hipóxia dos 
tecidos periféricos, que levam à produção e liberação de fatores responsáveis pela sua 
mobilização, como o fator estimulante de colônias de granulócitos e monócitos (GM-CSF), 
VEGF, bFGF, fator de crescimento placentário (PIGF), eritropoetina e o SDF-1 em uma 
concentração maior do que a da medula (Urbich e Dimmeler, 2004). Estes fatores atuam pela 
via fosfatidilinositol-3-quinase/ proteína quinase B (AKT) para ativar a óxido nítrico sintase 
endotelial (eNOS), gerando aumento na produção de óxido nítrico (NO), que por sua vez regula 
a atividade enzimática de metaloproteinases (MMPs) (Dimmeler et al., 1999; Aicher et al., 
2003) em especial a MMP-9.  
As MMPs clivam proteoliticamente moléculas ligadas à membrana plasmática ou 
à matriz extracelular responsáveis pela ligação das CPEs à células estromais da medula óssea. 
As células estromais expressam o ligante kit de membrana (mKitL) que é dividido por 
metaloproteinases 9 (MMP-9) na sua forma solúvel (sKitL). sKitL liga-se ao seu receptor c-Kit 
na membrana das CPEs emitindo assim sinalização essencial para diferenciação das CPEs e 
migração para o sangue periférico. 
Uma vez na circulação o endereçamento das CPEs é direcionado em resposta ao 
gradiente de quimiocina formado nos locais de lesão e remodelamento, sendo as principais 
quimiocinas e seus respectivos receptores, o SDF-1 e CXCR4 (receptor quimiocina CXC tipo 
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4); IL-8 e CXCR2 (receptor quimiocina CXC tipo 2) (Caiado e Dias, 2012). Ao interagir com 
a quimiocina específica do tecido, as CPEs tornam-se ativas e iniciam adesão às células do 
endotélio vascular mediada por integrinas e consequente migração transendotelial através da 
matriz extracelular para chegar ao local específico e exercer sua função. Tal migração depende 
em grande parte da atividade de proteases extracelulares, como as MMPs e catepsinas, que 
degradam e remodelam componentes da matriz extracelular tanto na membrana basal dos vasos 
e quanto no espaço intersticial (Caiado e Dias, 2012). 
Ao atingir o local lesão uma das ações da CPEs é se diferenciar em CEs. Este 
processo, de acordo com Igreja et a. (2008) é bem complexo e ocorre em três etapas: adesão à 
matriz extracelular mediada por integrinas, proliferação e sobrevivência das CPEs induzida por 
fator de crescimento (como VEGF) e por fim a maturação e aquisição do fenótipo endotelial, 
passo este essencial para a biologia das CPEs. 
 
7. Principais fatores e moléculas que influenciam na mobilização e endereçamento das 
CPEs e remodelamento vascular 
Considerando o cenário de mobilização das CPEs descrito acima, vale ressaltar 
algumas das moléculas envolvidas no processo tanto de mobilização quanto de migração 
celular. Dentre elas vamos observar o SDF-1, VEGF, eNOS e as MMPs. 
 
7.1.SDF-1: fator derivado do estroma – 1 
É a principal citocina que atua na mobilização das CPEs, além de ser potente na 
adesão e migração desta, exercem um efeito benéfico sobre a neovascularização (Li et al., 
2012). SDF-1 é o único membro das alfa-quimiocinas e se apresenta sob 2 formas: SDF-1α e 
SDF-1β, as quais apresentam sequências de aminoácidos idênticas exceto pela presença de 4 
aminoácidos adicionais na extremidade carboxil do SDF-1β (Shirozu et al., 1995). SDF-1 é 
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expressa em células endoteliais e pericitos em hipóxia, em tecidos lesionados, plaquetas e CPEs, 
sendo sua expressão aumentada quando há disfunção endotelial e lesão vascular (Briasoulis et 
al., 2011). 
Seu receptor o CXCR4 é expresso constitutivamente por células progenitoras 
hematopoiéticas e células progenitoras endoteliais (Briasoulis et al., 2011). A interação de SDF-
1 e CXCR4 não só inicia a mobilização das CPEs a partir da medula óssea, como também 
estimula o recrutamento e a retenção de células-tronco nas áreas isquêmicas. (Li et al., 2012).  
A mobilização das CPEs se dá a partir da formação de um gradiente de concentração 
de SDF-1 do sangue periférico para o local da lesão (Li et al., 2012). Com relação à adesão das 
CPEs, o papel do SDF-1 se dá por meio da interação SDF-1/CXCR4 que por sua vez regula a 
expressão do PSGL-1 (ligante de glicoproteína de P-selectina -1) expresso na superfície das 
CPEs, que é o maior ligante da P-selectina expressa nas plaquetas.  
A inibição do eixo de SDF-1/CXCR4 por AMD3100 bloqueia parcialmente o 
endereçamento das células-tronco e células progenitoras para os tecidos isquêmicos 
provavelmente por atenuar as propriedades de migração, adesão e invasão das CPES e 
prejudicar a recuperação do fluxo sanguíneo nos membros isquêmicos (Walter et al., 2007). A 
adesão plaquetária também é inibida pelo bloqueio de CXCR4 em modelos de isquemia de 
membros inferiores como demonstrado por Walter et al. (2007). 
 
7.2.  VEGF: Fator de crescimento do endotélio vascular 
O VEGF além de ser o fator mitogênico endotelial específico, é um dos fatores 
angiogênicos mais potentes, sendo sua sinalização fundamental tanto para angiogênese quanto 
para vasculogênese (Ferrara et al., 2003). Inicialmente o VEGF era tido como o fator que 
aumenta a permeabilidade vascular e regula várias funções nas células endoteliais como 
produção de mediadores vasoativos, aumento da expressão de componentes da via de 
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coagulação e trombolítica, inibição de trombose e supressão de células musculares lisas 
(Zachary et al., 2000; Servos et al., 1999). Nas CEs, VEGF ativa eNOS pela indução de fluxo 
de cálcio, pelo recrutamento da proteína heat-shock 90 (HSP90) e pela fosforilação de eNOS 
através da via fosfatidilinositol 3-quinase (PI3K-Akt) (Fulton et al., 1999; Govers e Rabelink, 
2001). Mediado através de eNOS, a intrincada relação entre o VEGF e o NO tem um papel 
importante na permeabilidade, no tônus vascular, e na angiogênese durante a inflamação, 
cicatrização e o crescimento de tumores (Fukumura et al., 2001).  
A interação entre VEGF e VEGFR induz a ativação da NOS na medula óssea que 
produz óxido nítrico (NO), responsável pela ativação de MMP-9 (Heissig et al., 2002). 
 
7.3.  eNOS: óxido nítrico sintase endotelial 
O óxido nítrico (NO) é uma molécula pequena e bastante volátil é sintetizado pela 
NO sintase (NOS) a partir de L-arginina, sendo liberado pelas células endoteliais, 
principalmente em resposta ao estresse de cisalhamento. Em 1980 Furchgott e Zawadzki foram 
os primeiros a demonstrar que as células endoteliais produziam uma molécula de sinalização 
denominada na época de fator de relaxamento derivado do endotélio (EDRF) (Furchgott e 
Zawadzki 1980). Esta molécula era capaz de relaxar a musculatura lisa dos vasos. Mais tarde, 
Ignarro e Furchgott (1987) demonstraram que o EDRF era na verdade o NO.  
A enzima tem quatro isoformas, NOS1 ou óxido nítrico-sintase neuronal (nNOS), 
NOS2 ou óxido nítrico-sintase induzida (iNOS), NOS3 ou óxido nítrico-sintase endotelial 
(eNOS) e NOS4 ou óxido nítrico sintase mitocondrial (mtNOS) (Li et al., 2012). 
O NO vascular dilata todos os tipos de vasos sanguíneos através da estimulação da 
guanil ciclase solúvel e aumento da guanosina monofosfato cíclico (cGMP) nas células 
musculares lisas (CML) (Förstermann et al., 1994). Ao longo das pesquisas descobriu-se que o 
NO atua não somente como vasodilatador, mas previne adesão e agregação plaquetária, assim 
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como adesão e migração de leucócitos na parede arterial e inibe a proliferação de células 
musculares, todos eventos chave no desenvolvimento da aterosclerose (Boulanger e Lüscher, 
1990; Fichtlscherer et al., 2000). 
 
7.4.  MMP: Metaloproteinases 
Metaloproteinases são uma família de enzimas que digerem seletivamente 
componentes da matriz extracelular (MEC) (Galis e Khatri, 2002; Visse e Nagase, 2003) e 
atuam durante o desenvolvimento, morfogênese e reparo de tecidos. (Kuzuya e Iguchi, 2003). 
As MMPs podem atuar na angiogênese pela liberação de fatores de crescimento angiogênicos 
ligados à MEC, expondo locais de ligação de integrinas pró-angiogênicas e por clivagem das 
adesões célula-célula endotelial (Raffetto e Khalil, 2008).  
As MMPs são convencionalmente classificada como “colagenases”, “gelatinases”, 
“estromelisinas”, “MMP tipo membrana” (MT-MMP) e “outras MMPs” baseada no substrato 
específico em que atuam. Muitas MMPs são secretadas como precursores latentes (zimógenos) 
que são proteoliticamente ativados no espaço extracelular (Kuzuya e Iguchi, 2003). A ativação 
enzimática requer a remoção do seu pró-domínio, que pode ocorrer através da degradação por 
outras proteases, tais como plasmina. Regulação rigorosa da produção e atividade das MMPs é 
crucial para a homeostase da matriz extracelular, evitando a degradação excessiva da mesma, 
tal regulação ocorre a nível de transcrição gênica, ativação de pro-MMPs e inibição endógena 
pelas TIMPs (inibidores teciduais de metaloproteinases) (Hobeika et al. 2007). 
Uma das principais funções das MMPs é a degradação de ECM para facilitar a 
progressão, migração e invasão celular. MT1-MMP (metaloproteinases de matriz tipo 1), 
MMP-2 MMP-9 e MMP-8 estão relacionadas à mobilização das células tronco e progenitoras 
e recrutamento das mesmas para formação de vasos e remodelamento vascular. Sendo as MMP-
9 e MMP-2 tidas como moduladoras de CEs (Chen et al., 2013). 
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A MMP-9 induz a liberação de células da medula óssea via ligante Kit solúvel 
(sKitL) permitindo a translocação da medula para o nicho vascular proliferativo (Heissig et al., 
2002). Sendo que a deficiência da MMP-9 atenua a neovascularização induzida por isquemia, 
uma vez que, prejudica a adesão, migração e funções pro-angiogênicas das CPEs derivadas da 
medula (Huang et al., 2009). 
MMP-2 é outra importante MMP vascular, com significativo papel na angiogênese 
normal e tumoral e no desenvolvimento de lesões ateroscleróticas e neointima (Burbridge et al., 
2002). A neovascularização da camundongos MMP-2 (-/-) é prejudicada e pode ser restaurada 
por transplante de células mononucleares derivadas da medula óssea de animais MMP-2 (+/+) 
(Cheng et al, 2007) sugerindo que MMP-2, é um modulador importante da mobilização das 
CPEs. 
A par de todos estes fatores podemos pensar na cascata NO-MMP-9-sKitL-c-kit 
como principal agente no processo de mobilização das CPEs. Sua atuação se dá de forma 
resumida da seguinte maneira (Figura 5) (Li et al., 2012). 
 
Figura 5: Via simplificada da mobilização de CPEs de medula óssea. Tecidos lesionados 
liberam citocinas, incluindo VEGF e SDF-1. Estas citocinas vão interagir com seus respectivos 
receptores, e ativar eNOS que por sua vez irá produzir NO. NO estimula MMP-9 a clivar 
proteoliticamente mKitL em sKitL que interage com seu receptor c-Kit na membrana das CPEs 
sinalizando assim para a liberação destas CPEs da medula óssea para a circulação (adaptado de 




8. Agregação plaquetária 
As plaquetas são conhecidas pelo seu papel na hemostasia impedindo a perda de 
sangue em locais de lesão vascular. A adesão, agregação plaquetária e a formação de uma 
superfície pró-coagulante levam à produção de trombina e a formação de fibrina (Gawaz et al, 
2005) desencadeando na formação do coagulo sanguíneo. 
O processo pelo qual as plaquetas aderem umas às outras em locais de lesão 
vascular, tem sido reconhecido como essencial para a formação de um tampão hemostático 
(coagulo) e pela trombose (Jackson, 2007). Foram identificados 3 elementos principais como 
sendo importantes para agregação plaquetária: um estímulo de ativação (normalmente um 
agonista solúvel), uma proteína do plasma (predominantemente fibrinogênio), e um receptor de 
superfície nas plaquetas (integrina αIIbβ3 ou GPIIb-IIIa). Contudo, novas técnicas que permitem 
a análise da agregação em tempo real, tem demonstrado que se trata de um processo bastante 
complexo e dinâmico. Por exemplo, notou-se que o fluxo sanguíneo influencia de forma direta 
a agregação, com evidências mostrando mecanismos distintos de agregação operando sobre 
condições diferentes da força de cisalhamento (Frojmovic, 1998; Kulkarni et al., 2000; Ruggeri 
et al., 1999). 
A agregação plaquetária foi reconhecida pela primeira vez no final de 1800 por uma 
série de estudos pioneiros. De acordo com Jackson (2007), Bizzozero (1881; 1882) utilizando 
técnicas de imagem intravital foi quem notou elementos pequenos de células aglutinados nos 
locais de danos vasculares, aos quais deu o nome de plaquetas sanguíneas. Ele observou ainda 
alterações nas plaquetas após exposição a superfícies estranhas e notou a formação de 
agregados e posterior “trombo branco”  
Os progressos na compreensão da agregação plaquetária se deram de forma lenta 
até o advento do agregômetro de plaquetas em 1962 por Born (1962) e por O'Brien (1962). Esta 
técnica relativamente simples envolve a agitação de uma suspensão de plaquetas na presença 
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de uma substância de ativação das mesmas e o monitoramento de mudanças na transmissão de 
luz, por um dispositivo pode controlar com precisão a aglutinação de plaquetas (agregação) em 
suspensão (Jackson, 2007).  
O contato inicial das plaquetas com a parede do vaso lesionado (adesão plaquetária) 
é um processo complexo que envolve vários substratos adesivos como diferentes tipos de 
colágeno, fator de von Willebrand (vWF), fibronectina, e outras proteínas adesivas, como 
vitronectina e trombospondina, além dos receptores de superfície das plaquetas (GPIb/V/IX, e 
integrina αIIbβ3) (Savage et al., 1998). 
A atividade plaquetária é controlada por uma variedade de receptores de superfície 
que regulam várias funções. Estes receptores são afetados por uma grande variedade de 
agonistas (estimulantes) e proteínas adesivas. Em termos gerais, a estimulação dos receptores 
de plaquetas desencadeia 2 processos distintos: a estimulação de várias vias de sinalização 
internas que promovem a ativação das plaquetas com libertação de grânulos e a capacidade das 
plaquetas de se ligarem a outras plaquetas ou proteínas adesivas, levando a formação de um 
trombo (Freedman 2005). Uma vez que ambos os processos podem causar trombose e oclusão 
do vaso, muitos destes receptores vem sendo analisados como alvos para prevenção da 
formação de coágulo. Dentre os receptores os mais comumente analisados são os receptores de 
trombina (como o receptor ativado por protease -1 - PAR-1), de ADP, de prostaglandina, e de 
lipídios. 
As plaquetas são as primeiras células a serem recrutadas para os sítios de danos, 
onde interagem com vários componentes da matriz subendotelial induzindo a sinalização que 
leva à agregação plaquetária (Abou-Saleh et al; 2009). Plaquetas ativadas liberam uma 
multiplicidade de fatores parácrinos tais como o SDF-1, além de expressar moléculas de adesão 
celular como a P-selectina, que permitem o recrutamento e a diferenciação de CPEs (Massberg 
et al., 2006; Stellos et al., 2008). As CPEs por sua vez também modulam a função das plaquetas, 
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liberando fatores parácrinos (Abou-Saleh et al; 2009), tais como a PGI2 e o NO, que são as 
duas principais substâncias vasodilatadoras derivadas do endotélio com fortes propriedades 
anti-plaquetárias (Mitchell et al., 2008). A interação CPEs e plaquetas ocorre em locais de 
lesões a fim de promover o reparo vascular. 
Diante deste cenário de lesão arterial e todos os processos e componentes 
envolvidos seja na formação do trombo seja no intuito de promover o reparo vascular, as CPEs 
surgem como alternativa importante para terapia celular. Muitos dados publicados a partir de 
estudo com modelos animais revelaram que as CPEs contribuem efetivamente restaurando a 
função endotelial e diminuindo a formação de neointima após injúria arterial (Hristov et al., 
2007; Wang et al., 2008). Com base nos dados obtidos por nosso grupo (Godoy et al., 2011), 
os quais demonstraram que CMNs isoladas da medula óssea e injetadas em camundongos 
submetidos à angioplastia, levaram a uma redução da neointima no local da lesão, reduzindo a 
restenose da carótida lesionada, o objetivo do presente trabalho foi expandir e caracterizar CPEs 
















Avaliar o papel das CPEs expandidas em cultura na resolução do trombo arterial 
induzido por FeCl3.  
 
Objetivos específicos 
- Isolar, diferenciar e caracterizar as CPEs obtidas a partir da medula óssea de 
camundongo, diferenciadas em um meio comercial (EGM2®- Lonza) e em um meio 
estabelecido em nosso laboratório, de acordo com a expressão dos seus principais marcadores 
celulares: CD133, VEGFR2, CD34, CD31, e CD144 (VE-caderina) e de acordo com suas 
característica funcionais, como a capacidade de formar estruturas semelhantes a vasos e de 
internalizar acLDL. 
- Verificar a influência das CPEs (expandidas em cultura), CMNs (não cultivadas), 
HUVECs (célula endotelial de veia umbilical humana) e fibroblastos no tempo de oclusão 
arterial induzido por FeCl3. 
- Verificar por microscopia intravital a resolução do trombo arterial com a injeção 
de diferentes tipos celulares. 
- Analisar o perfil do trombo arterial formado logo após a lesão arterial, 3 e 7 dias 
após a lesão. 
- Verificar a migração das CPEs injetadas para o local da lesão.  
- Verificar a expressão de citocinas inflamatórias e migratórias no plasma sanguíneo 






III. MATERIAIS E MÉTODOS 
Todos os procedimentos do presente trabalho utilizando animais estão de acordo 
com os princípios éticos da Comissão de Ética no Uso de Animais e foram aprovados pelo 
comitê de ética da Unicamp sobre o Protocolo número 1243-1. Para a realização dos 
experimentos utilizamos camundongos machos da linhagem C57bl/6, adquiridos juntos ao 
CEMIB/UNICAMP.  
 
III.1 - Caracterização das Células Progenitoras Endoteliais – in vitro 
A figura 6 apresenta o fluxograma dos experimentos in vitro realizados, a partir da 
extração de CMNs da medula óssea e consequente caracterização das CPEs. 
 
 
Figura 6: Fluxograma experimental dos ensaios in vitro para expansão e caracterização 
das CPEs. Ensaios funcionais de formação de estrutura semelhante a vaso e internalização de 




III.1.1 - Extração e cultura de células mononucleares 
As células mononucleares foram extraídas da medula óssea dos ossos longos 
(fêmur, tíbia e úmero) de camundongos machos C57bl/6 entre a 6º e 8º semana, com 
aproximadamente 25 ± 2g. Os animais foram eutanisados com aprofundamento de anestesia 
150mg/kg de quetamina.  O fêmur, tíbia e úmero foram isolados e as epífises abertas permitindo 
a perfusão da medula com meio DMEM acrescido de 10% soro fetal bovino (SFB - Nutricell) 
e 1% Penicilina (100 U/L) /Estreptomicina (0.1 g/L) (PS - Nutricell). O aspirado de medula 
óssea foi coletado em tubo cônico de 15mL e centrifugado por 15 minutos a 300xg.  
As células foram ressuspendidas em 4 mL de meio de cultura, adicionadas a um 
tubo de 15mL contendo 3 mL de Ficoll-Paque PLUS (GE Healthcare) e centrifugadas por 40 
minutos a 300xg. Após o isolamento por Ficoll-Paque PLUS as células mononucleares foram 
plaqueadas na concentração de 106 células/mL em placas de cultura de 6 poços, recobertas por 
gelatina (Type B – Sigma–Aldrich) (1% em água destilada estéril). Para o cultivo celular 
utilizamos dois diferentes meios, o meio DMEM (com 10% de SFB e 1% de PS), acrescido dos 
fatores de crescimento VEGF (20ng/mL), bFGF (2ng/mL) e IGF (2ng/mL), meio este 
estabelecido durante o desenvolvimento de  minha tese de mestrado e que recebeu a 
denominação de DMEM-M1, e o meio EGM2 (Endothelial cell growth medium - meio de 
crescimento de célula endotelial suplementado com VEGF, hFGF-B, R3-IGF-1, hEGF, ácido 
ascórbico, heparina,  hidrocortisona, GA-1000 (gentamicina, anfotericina-B) e SFB (10ml) 
(Lonza). A primeira troca do meio de cultura foi realizada 72 horas após as células serem 







III.1.2 - Análise da expressão dos principais marcadores de CPE por imunofluorescência  
Para a caracterização das células cultivadas com o meio DMEM-M1 e EGM2, 
realizamos ensaio de imunofluorescência para verificarmos a expressão dos principais 
marcadores de células progenitoras endoteliais, CD133, CD34, VEGFR2, CD31 e VE-caderina, 
após 3, 7, 14 e 30 dias (15º passagem) de cultura. Para as células cultivadas com EGM2 
realizamos imunofluorescência apenas para as células com 30 dias de cultura (15ª passagem), 
mesma passagem das células utilizadas para injetar nos animais lesionados. Os anticorpos 
primários utilizados foram anti-mouse CD133 (eBioscience), anti-mouse CD34 (eBioscience), 
anti-mouse VEGFR2 (eBioscience), anti-mouse CD31 (Invitrogen), e anti-mouse CD144 (VE-
Cadherin) (eBioscience). 
As células foram cultivadas em placa de 24 poços com lamínulas recobertas com 
gelatina. Após 7, 14 e 30 dias de culturas, as células foram fixadas, nas próprias placas de 
cultura, com acetona (20 minutos a 4ºC) e em seguida realizamos o bloqueio com PBS/BSA 
(2%). Os anticorpos primários citados acima, foram diluídos (1:100) e incubados overnight. 
Após a incubação as células foram lavadas 2x com PBS para retirar o excesso de anticorpo 
primário e os anticorpos secundários foram incubados por 40 minutos a temperatura ambiente. 
Foram utilizados anti-rat PE (0,2mg/mL, eBioscence) e anti-rat FITC (0,5mg/mL, eBioscence), 
diluídos 1:250. Em seguida realizamos a marcação dos núcleos com DAPI (0,5 µg/mL em 
metanol), incubado 10 minutos a 37ºC. As lâminas foram observadas em Microscópio de 
Fluorescência (Olympus BX60, câmera QColor 3) e capturadas pelo programa QCapture 4.0.  
 
III.1.3 - Caracterização por citometria de fluxo  
Para a citometria de fluxo foram analisadas a expressão de CD133, CD34, CD31, 
CD45. Todos os anticorpos utilizados são conjugados, sendo eles CD133-PE (0,2mg/mL, 
eBioscence), CD34-FITC (0,5mg/mL, eBioscence), CD31-APC (0,2mg/mL, eBioscence) e 
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CD45-APC (0,2mg/mL, eBioscence). Os ensaios foram realizados com células mononucleares 
recém extraídas da medula óssea (não expandidas em cultura) e com CPEs na 15º passagem 
cultivadas com DMEM-M1 e com EGM2. As células cultivadas foram tripsinizadas, sendo 
necessário um mínimo de 106céls/mL por análise, as células foram ressuspensas em 200μL de 
PBS/BSA (2%) e incubadas com os anticorpos descritos acima, por 40 minutos à temperatura 
ambiente, centrifugadas e ressuspensas em PBS/BSA (2%) com paraformaldeído (4%) e 
analisadas pelo citômetro BD FACSCalibur™ System.  As análises foram realizadas com o 
programa FlowJo (FlowJo, EUA). 
 
III.1.4 - Ensaio funcional  
O ensaio de formação de estruturas semelhantes a capilares em Matrigel® (BD 
Biosciences) foi realizado com MNCs e com CPEs após 14 ou 30 dias de cultura cultivadas 
com o meio DMEM-M1.  
O Matrigel® foi descongelado (4ºC overnight) e toda a manipulação foi realizada 
em gelo, as placas e ponteiras também foram resfriadas a 4ºC, conforme instruções do 
fabricante. 30µL de matrigel foram colocadas em cada poço da placa de 96 poços. A placa foi 
colocada a 37ºC (sem umidade) por 30 minutos para polimerização e em seguida as células 
foram plaqueadas (5x104células/mL) sobre o matrigel e incubadas a 37ºC por até 48 horas.  
Para o ensaio de internalização do acLDL (low-density lipoprotein from human 
plasma, acetylated, Alexa Fluor® 488 conjugate (Alexa Fluor® 488 AcLDL)/ 1mg/mL, 
Invitrogen– Carlsbad, CA/USA), 10µL deste foram incubados por 4 horas a 37ºC em culturas 
com meio DMEM1–M1 após 14 e 30 dias. Os núcleos das células foram marcados com DAPI 
(0,1µg/mL). 
As lâminas foram observadas em microscópio de fluorescência (Olympus 
BX60F5), as imagens foram capturadas pelo programa QCapture.  
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III.2 - Modelo animal – lesão arterial e terapia celular 
 
III.2.1 - Lesão arterial provocada por FeCl3 e injeção de células progenitoras endoteliais  
Camundongos machos C57bl/6 com 8 semanas e pesando 25±2g foram 
anestesiados (16mg/kg de xilazina e 100mg/kg de quetamina), colocados na posição supina e a 
artéria carótida comum direita foi isolada. A indução da lesão arterial foi realizado com FeCl3 
(Figura 7). Primeiramente papéis filtro de 1mm² foram embebidos e deixados overnight em 
solução de 15% de FeCl3 (Sigma Aldrich). Antes da lesão, os papéis foram secos em estufa a 
37ºC por 1 hora. No momento da lesão, os papéis secos foram umedecidos em PBS e aplicados 
na superfície externa da artéria isolada por 2 minutos. Passado este tempo, o papel filtro foi 
retirado e a região exposta foi lavada com PBS para retirar resíduos da solução de cloreto, 
evitando lesão em lugares indesejados. 
 
Figura 7: Isolamento da artéria carótida e lesão com FeCl3. A e B indicam o isolamento da 
carótida direita. A seta em C indica o papel filtro embebido em FeCl3 (15%), responsável pela 
lesão arterial. Em D, a sonda utilizada para medir o tempo do oclusão do vaso após a lesão.  
 
Grupos analisados 
- Grupo CTR: grupo controle, apenas lesionado e sem injeção de células.  
- Grupo EGM2: lesionado e com injeção de CPEs cultivadas com meio EGM2. 
- Grupo M1: lesionado e com injeção de CPEs cultivadas com meio DMEM-M1.  




- Grupo fibroblasto: lesionado e com injeção de fibroblastos cultivados com meio 
DMEM 10% SFB (controle negativo). 
Os dois últimos grupos foram utilizados como controles.  
Foram administradas 3 doses de injeção na veia da cauda dos animais, a primeira 15 
minutos antes da lesão, a segunda e terceira 1 e 24 horas após a lesão. A concentração de células 
para cada dose foi igual a 2x105 células ressuspensas em 50 µL de PBS. 
Os experimentos seguiram de acordo com o fluxograma (Figura 8). Os ensaios 
relacionados ao trombo (medida da área do trombo, migração celular e imunofluorescência), 
assim como o western blotting e zimografia foram realizados com as artérias lesionadas 
coletadas nos dias indicados após a lesão arterial. A detecção de citocinas solúveis por ELISA 
foi realizada com o plasma. Já os ensaios de agregação plaquetária foram realizados in vitro, 






Figura 8: Fluxograma experimental dos ensaios de lesão arterial induzida por FeCl3 em 
camundongos C57bl/6. CPEs foram injetadas 15 minutos antes da lesão, 1 e 24 horas após a 
mesma. A análise do tempo de oclusão do vaso e dinâmica de formação do trombo por 
microscopia intravital foram concomitante à lesão, por isso aparece apenas no tempo 0. O 
ensaio de agregação plaquetária foi realizado in vitro com CPEs expandidas em cultura e plasma 
rico em plaquetas. 
 
 
 III.2.2 – Área do trombo  
Nos tempos determinados (0, 3 e 7 dias após a lesão) as artérias carótidas foram 
coletadas e incluídas em OCT (Tissue Tek Optimal Cutting temperature compound, Torrance – 
USA) e em seguida foram realizados cortes de 8µm para análises histológicas. 
Os cortes transversais de 8 μm resultaram em cerca de 20 lâminas por artéria. Para 
a coloração com Hematoxilina e Eosina foram escolhidos cortes distribuídos ao longo da 
extensão do vaso (1, 5, 10, 15, 20). Após a coloração as lâminas foram montadas com Cytoseal 
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60 (Richard Allan Scientific) e observadas em Microscópio Olympus BX60 (câmera QColor 
3). As imagens foram capturadas pelo programa QCapture 4.0 e analisadas com o programa 
ImageJ. Para determinar a área de trombo foi escolhido o corte com maior obstrução do vaso. 
O cálculo da área do trombo foi realizado subtraindo-se a área ocluída do vaso da área total do 
vaso delimitada pela lâmina elástica. 
 
III.2.3 - Migração de CPEs marcadas com PKH26-GL para o local da lesão 
Para os ensaios de migração os animais receberam injeção de CPEs (15º passagem) 
marcadas com PKH26- GL (Sigma, St. Louis, MO) segundo recomendação do fabricante. 
PKH26- GL apresenta fluorescência com longas caudas alifáticas, as quais se ligam às regiões 
lipídicas da membrana plasmática. As carótidas foram analisadas no tempo 0, 3 e 7 dias após a 
lesão. As artérias foram extraídas e incluídas em OCT.  As lâminas montadas a partir das 
artérias seccionadas (10µm) foram fixadas com acetona (20 minutos a 4ºC), em seguida 
realizamos a marcação dos núcleos com DAPI (0,5µg/ml em metanol), incubado 10 minutos a 
37ºC. Nenhuma outra marcação foi realizada. As lâminas foram analisadas em Microscópio de 
Fluorescência (Olympus BX60, câmera QColor 3) e as imagens capturadas pelo programa 
QCapture 4.0 sendo analisadas com o software ImageJ.  
 
III.2.4 – Imunofluorescência 
Para a imunofluorescência, as lâminas foram fixadas com acetona gelada (20 
minutos a 4ºC), em seguida realizamos o bloqueio com PBS/BSA (0,05%).  Para identificação 
de CD31, um dos principais marcadores de CPEs utilizamos o anticorpo primário CD31 anti-
mouse (eBioscience) (diluição 1:100), incubado overnight a 4ºC. Em seguida, os cortes foram 
lavados três vezes com PBS (5 minutos cada) e incubados 40 minutos com o anticorpo 
secundário PE Strepatavidin (0,2mg/ml, eBioscence) à temperatura ambiente. Realizamos a 
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marcação dos núcleos com DAPI (0,1mg/ml em metanol), por 10 minutos a 37ºC. As lâminas 
foram montadas e analisadas em Microscópio de Fluorescência (Olympus BX60, câmera 
QColor 3). As imagens foram capturadas pelo programa QCapture 4.0 e analisadas com o 
software ImageJ.  
 
III.2.5 – Análise do tempo de oclusão do vaso 
Para análise do tempo de oclusão do vaso foi utilizada uma sonda de ultrassom 
(Transonic Flowprobe MAO 5 PSB) posicionada na artéria lesionada e o fluxo registrado pelo 
programa DATAQ (Transonic System TS 420). O tempo de oclusão é dado pelo intervalo entre 
tempo de fluxo inicial (logo após a lesão) e o tempo no qual o fluxo cessa, ou seja, o vaso oclui 
pela formação do trombo promovido pela lesão arterial.   
Injeções de 2x105 células aplicadas 15 minutos antes da lesão arterial. Os grupos 
analisados foram: controle sem células e os grupos com injeções de CMNs (lesionado e com 
injeção de CMNs não cultivadas),  M1 (injeção de CPEs cultivadas até 15º passagem com meio 
DMEM-M1), EGM2 (injeção de CPEs cultivadas até 15º passagem com meio EGM2), 
HUVECs (injeção de HUVEC - linhagem estabelecida de célula endotelial) e fibroblasto 
(injeção de fibroblastos fibroblasto - usado como controle negativo).  
 
III.2.6 - Microscopia Intravital 
Foram utilizados 5 grupos (1: CTR (controle); 2: CMN; 3: EGM2; 4: M1; 5: 
HUVEC; 6: fibroblasto), todas as células injetadas foram marcadas com Rodamina 6G antes da 
injeção, o que nos permitiu acompanhar in vivo a incorporação destas células no trombo arterial 
formado. A Rodamina marca células que possuam metabolismo relacionado a mitocôndrias, 
não marcado hemácias. Os animais anestesiados foram fixados lesionados como descrito 
anteriormente e em seguida receberam injeções de 2x 105 células. As imagens foram 
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visualizadas por microscópio intravital Zeiss – Imager A2. A dinâmica de formação do trombo 
foi capturada durante 12 minutos pela câmera Axiocan HSM (objetiva de 5X e 10X). As 
análises foram feitas utilizando o software ImageJ, que nos permitiu calcular a fração do trombo 
em relação à área total do vaso. 
 
III.2.7 – Agregação plaquetária 
Para o ensaio de agregação plaquetária foi coletado sangue periférico humano 
venoso de doadores saudáveis (jejum de12 horas) em citrato de sódio (3,2%).  Após a coleta, o 
sangue foi centrifugado por 15 minutos a 100xg para obtenção do plasma rico em plaquetas 
(PRP) e a 2400xg por 20 minutos para a obtenção do plasma pobre em plaquetas (PPP). 
Foi utilizado um agregômetro de 2 canais (CHRONO-LOG) para determinar o 
tempo de agregação plaquetária. A calibração do equipamento foi realizada com 500µL de PPP. 
Para cada amostra foi utilizado 500µL de PRP sob cisalhamento (1000 rpm) acrescido de 5x105 
células diluídas em 50µL de PBS incubadas por 15 minutos antes de começar o ensaio. Durante 
o experimento o plasma foi mantido à 37ºC. Em seguida, adicionou-se trombina (0.5U/ml) e a 
agregação plaquetária foi monitorada durante 10 minutos.  
Os grupos analisados foram controle (1): somente plasma; EGM2 (2): plasma e 
CPEs cultivadas em meio EGM2; M1(3): plasma e CPEs cultivadas em meio DMEM-M1 e 
fibroblasto (4): plasma e fibroblastos (controle negativo). 
 
III.2.8 – Western Blotting 
As artérias carótidas foram coletadas nos períodos de 0, 3 e 7 dias após a lesão 
arterial, congeladas em nitrogênio líquido e mantidas à -80º C até o momento da extração 
proteica. As artérias foram pesadas e utilizou-se o volume de tampão de extração proporcional 
à quantidade de tecido obtido (50 uL de tampão para cada 10 mg de tecido). O tampão utilizado 
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foi o RIPA (Radio-Immunoprecipitation Assay) acrescido de coquetel anti-protease (Protease 
Inhibitor Cocktail – Sigma – Cat. No. P8340) (10 uL de coquetel para cada 1 mL de tampão). 
O tecido foi homogeneizado com o auxílio de um sonicador ultra-sônico; as amostras foram 
então colocadas em gelo durante 2 horas para a extração das proteínas. Em seguida as mesmas 
foram centrifugadas durante 20 minutos à 13200 rpm (4ºC). O sobrenadante foi coletado, 
aliquotado e quantificado de acordo com o método de Bradford (1976). Utilizamos 150µg de 
proteína para cada grupo de animal analisado. 
Foi utilizado um gel SDS-PAGE bis-acrilamida 8%. As amostras para a eletroforese 
foram preparadas adicionando o tampão de amostra (SDS 2%, Glicerol 10%, β-mercaptoetanol 
5%, Tris-base, Azul de bromofenol e água destilada), na proporção de 1:1 (amostra: tampão) e 
aquecido a 100ºC por 5 minutos, para romper as pontes dissulfeto e desagregar as proteínas. As 
amostras foram aplicadas e colocadas em corrida eletroforética para a separação das diferentes 
proteínas de acordo com o peso molecular. Posteriormente, seguiu-se a transferência elétrica 
das proteínas para uma membrana de nitrocelulose PVDF. A membrana foi em seguida corada 
com Ponceau S para analisar a eficiência da transferência.  
Para o imunoblotting, a membrana foi lavada com TBS-T (Tris-buffered saline e 
Tween 20) (3x de 10 minutos), bloqueada com 1% de leite em pó desnatado em TBS-T durante 
1 hora, lavada novamente e incubada com anticorpo primário eNOS (sc-654, Santa Cruz 
Biotechnology, CA) e com β- actina (controle endógeno) na concentração 1:400 overnight à 4 
ºC sob agitação. Em seguida a membrana foi lavada para retirada do excesso de anticorpo 
primário e incubada com anticorpo secundário biotinilado anti-rabbit IgG (BA1000) e anti-rat 
IgG (BA4001) diluídos 1:1000 durante 2 horas à temperatura ambiente. A membrana foi 
revelada usando luminol, a imagem foi capturada pelo Bio-Rad Image Lab Software 5.2.5 e 




III.2.9 - Zimografia para gelatinases 
Para extração da proteína a ser analisada, trabalhamos com um pool de 5 artérias 
carótidas para cada grupo. As artérias foram coletadas 0, 3 e 7 dias após a lesão arterial, 
congeladas em nitrogênio líquido e mantidas à -80ºC até a extração proteica. A extração foi 
realizada com utilizando o tampão RIPA (Radio-Immunoprecipitation Assay), na proporção de 
50 uL de tampão para cada 10 mg de tecido adicionou-se ao tampão, coquetel anti-protease 
(Protease Inhibitor Cocktail – Sigma – Cat. No. P8340) (10 uL de coquetel para cada 1 mL de 
tampão). O tecido foi homogeneizado com o auxílio de um sonicador; as amostras foram 
colocadas em gelo por 1 hora e 30 minutos para a extração das proteínas. As amostras foram 
centrifugadas durante 20 minutos (4ºC) à 14000 rpm; o sobrenadante foi coletado e quantificado 
de acordo com o método de Bradford (1976). Utilizou-se 50 ug de proteína em cada poço para 
cada grupo de animal analisado. 
O gel de poliacrilamida de 10% contendo 1 % de gelatina foi desenvolvido em 4°C 
e após o final da eletroforese, o gel foi lavado com 2,5% de Triton X-100 e incubado durante 
21 horas numa solução de Tris-HCL 50mM (pH7,4) NaCl 0.1M e azida sódica 0,03% em 37°C. 
O gel foi corado com Coomassie brilhant blue R-250 (Sigma) por 1 hora. Depois disso, os géis 
foram lavados com uma solução contendo metanol 50% e ácido acético 10% para observação 
das bandas negativas das proteínas correspondendo a atividade das enzimas. Como controle 
negativo, é usado EDTA 20mM no tampão de incubação, que inibe a atividade das gelatinases, 
confirmando a identificação das MMPs nos géis. As bandas em imagem negativa foram 







III.2.10 - ELISA  
Os níveis de SDF-1 e TNF-α e VEGF foram dosados no plasma, por meio dos kits 
SDF-1 (DY460 – R&D Systems, EUA), TNF-α (CMC3013 – Invitrogen, EUA) e VEGF 
(CHG0113 – Invitrogen, EUA). Todas as amostras foram feitas em triplicatas. O plasma foi 
coletado, a partir de sangue periférico, nos períodos de 0, 3 e 7 dias após a lesão utilizando 
citrato de sódio como anticoagulante (1 parte de citrato de sódio 3,8%: 9 partes de sangue 
venoso). 
As placas de 96 poços foram recobertas com os respectivos anticorpos de 
revestimento (2 µg/mL in PBS) por 12 horas, a 4 C, e em seguida foi realizado o bloqueio da 
placa por 2 horas à temperatura ambiente. 100µL de padrão e 100 µL de amostra (diluída 1:2 
em PBS/BSA) foram plaqueadas e incubadas por 2 horas à temperatura ambiente. Os poços 
foram lavados e os anticorpos de detecção (400 ng/mL) foram incubados por 2 horas a 
temperatura ambiente. Os poços foram lavados e incubados com 100uL de “Streptavidin-HRP”. 
Após 30 minutos, foi adicionado o TMB (3,3',5,5'-tetrametilbenzidina) por mais 30 minutos, 
protegido da luz. Por fim, foi adicionada a solução de parada - solução de H2SO4 (1,8N) e a 
placa foi lida em leitor de Elisa (Expert Plus da Analítica) à 450mn.  
A curva padrão foi feita utilizando-se a média da absorbância para cada ponto da 
curva no eixo Y e a concentração no eixo X. Foram analisados 4 animais por grupo. 
 
III.3 - Análise Estatística  
A significância estatística foi determinada através do teste One-way ANOVA 
seguida do pós-teste Tukey, utilizando o software GraphPad Prism. Valores de p menores ou 





IV. RESULTADOS  
IV.1.1 - Caracterização das Células Progenitoras Endoteliais – ensaios in vitro 
As células mononucleares extraídas da medula óssea foram cultivadas em EGM2 e 
DMEM-M1 (na figura 9 podemos observar a morfologia das CEPS após 7, 14 e 30 dias) e 
caracterizadas pela expressão dos principais marcadores de CPEs: CD133, CD34, VEGFR2, 
CD31 e VE-caderina (CD144) por imunofluorescência. Os tempos de cultura analisados 
serviram como referência para acompanharmos o perfil de diferenciação das CPEs de forma a 
englobar tanto as CPEs precoces (early EPCs) quanto as CPEs tardias (late EPCs). As primeiras 
estão presentes desde o início da cultura e tem pico de crescimento entre a 2º e 3º semana e 
senescência a partir da 4º semana de cultura (Figura 10), já as CPEs tardias, recebem este nome 
justamente por surgirem na cultura somente após 2 ou 3 semanas (Figura 11), com crescimento 
após 4 a 8 semanas (Figura 12) e morte após 12 semanas de cultura.  
Com base nos resultados de imunofluorescência observamos que as CPEs 
cultivadas tanto com meio DMEM-M1 quanto com EGM2 expressam os marcadores CD133, 
CD34, VEGFR2, CD31 e VE-caderina, em todos os períodos analisados. A marcação para 
CPEs cultivadas com EGM2 foi realizada somente após 30 dias de cultura (15º passagem) 
(Figura 13) porque este foi o período no qual as células foram utilizadas para a terapia celular. 
Consideramos ainda o fato de CPEs cultivadas com EGM2 são bem caracterizadas na literatura. 
 
Figura 9: Morfologia de CPEs cultivadas em meio DMEM-M1 após 7, 14 e 30 dias de 




Figura 10: Imunofluorescência de CPE após 7 dias de cultura em DMEM-M1. Meio 
utilizado, DMEM-M1 (DMEM acrescido de VEGF (20ng/mL), bFGF (2ng/mL) e IGF 
(2ng/mL)). As células apresentaram marcação positiva para todos os marcadores analisados (2º 
e 3º colunas). Dupla marcação positiva pode ser observada na 4º coluna. Aumento de 20X. 




Figura 11: Imunofluorescência de CPEs após 14 dias de cultura em DMEM-M1. Meio 
utilizado, DMEM-M1 (DMEM acrescido de VEGF (20ng/mL), bFGF (2ng/mL) e IGF 
(2ng/mL)). As células apresentaram marcação positiva para todos os marcadores analisados (2º 
e 3º colunas). Dupla marcação positiva pode ser observada na 4º coluna. Aumento de 20X. 




Figura 12: Imunofluorescência de CPEs após 30 dias de cultura em DMEM-M1. Meio 
utilizado, DMEM-M1 (DMEM acrescido de VEGF (20ng/mL), bFGF (2ng/mL) e IGF 
(2ng/mL)). As células apresentaram marcação positiva para todos os marcadores analisados (2º 
e 3º colunas). Dupla marcação positiva pode ser observada na 4º coluna. Aumento de 20X. 




Figura 13: Imunofluorescência de CPEs após 30 dias de cultura em EGM2®. Meio 
utilizado, EGM2 (Lonza). As células apresentaram marcação positiva para todos os marcadores 
analisados (2º e 3º colunas). Dupla marcação positiva pode ser observada na 4º coluna. 




IV.1.2 - Citometria de Fluxo 
Por citometria de fluxo buscamos o perfil imunofenotípico das células cultivadas 
por 30 dias (ou 15º passagem) que seriam injetadas nos animais lesionados. Através da 
citometria é possível quantificarmos frequência de cada marcador analisado em um total de 
50.000 células. 
Avaliamos a expressão de CD133, CD34 e VEGFR2 para as células mononucleares 
recém extraídas da medula, ou seja, não cultivadas. A escolha destes marcadores se deve ao 
fato de serem os mais característicos de CPEs precoces. Podemos notar que 1% dessas células 
são CD34+, e que a quantidade de células CD133+ e CD34/CD133+ é cerca de 0,2% e 0,01%, 
respectivamente (Figura 14A).  
As CPEs cultivadas com EGM2® após 30 dias de cultura são em sua maioria CD45 
low (85%), e dentre estas células que podem ser consideradas como CPEs, 32% eram CD34+; 
49% CD31+ e 52% CD34/CD31+ (Figura 14B).  Com relação às CPEs cultivadas em DMEM-
M1 a expressão dos marcadores foi de aproximadamente 85% CD45low, e destas 5,93% eram 
CD34+, 26,55% CD31+ e 4,84% de CD34/VEGFR2/CD31+ (Figura 14C). Considerando que 
CD31 é o principal marcador de células endoteliais diferenciadas e os valores encontrados para 
este marcador em específico, pudemos observar que o meio EGM2 tende a diferenciar mais que 











Figura 14: Citometria de fluxo. Análise da expressão dos principais marcadores das células 
mononucleares (A) e de CPEs cultivadas por 30 dias em EGM2 (B) e DMEM-M1 (C). Valores 
expressos em % em relação a 50.000 eventos. * em C indica diferença estatística (p<0,05) em 






IV.1.3 - Ensaios funcionais de CPEs cultivadas com DMEM – M1 
Os ensaios funcionais de formação de estrutura semelhante a vaso e internalização 
de acLDL foram realizados apenas para as células cultivadas com meio DMEM-M1 por se 
tratar de um meio cuja formulação ainda não estava testada. Estes mesmos testes já estão bem 
descritos na literatura para as células cultivadas em EGM2.  
 
IV.1.3.1 - Formação de estrutura semelhante a vaso  
Para a formação de estrutura semelhante a vaso, como observado na figura 15, 
somente as células expandidas por 30 dias tiveram resultado positivo (Figura 15C), 
confirmando mais uma vez, tratar-se de CPEs tardias, em corroboração com o perfil de 
expressão dos marcadores e o tempo de expansão e diferenciação em cultura. As CPEs com 14 
dias de cultura não formam estruturas de vaso (Figura 15B), uma vez que tal população é em 
sua maioria CPEs precoces, descritas na literatura como incapazes de formar vasos (Hur et al., 
2004; Cheng et al., 2013). 
Os ensaios funcionais não foram realizados com as CPEs cultivadas com EGM2 porque 
o cultivos destas já estão bem caracterizados na literatura (Jianguo et al., 2010; Kirton e Xu, 





Figura 15: Formação de estrutura semelhante a vaso por CPEs em meio DMEM-M1. 
Células mononucleares (CMNs) não cultivadas e CPEs precoces com 14 dias de cultura foram 
analisadas após 24 e 48 horas de cultura em Matrigel ®. CPEs tardias com 30 dias de cultura 
foram analisadas após 4 e 8 horas de cultura em Matrigel ®. Aumento 5x. Barra = 100μm. 
 
 
 IV.1.3.2 -Internalização de acLDL   
Com relação ao ensaio de internalização de acLDL tanto as CPEs precoces (14 dias) 
quanto as tardias (30 dias) apresentaram resultado positivo (Figura 16). No entanto, devido à 
origem monocítica e macrofágica destas células a captação de LDL só é considerada como um 
marcador de atividade endotelial quando associada a outras condições como a presença de 
marcadores específicos e a capacidade de formar estruturas semelhantes a vasos como 




Figura 16: Ensaio funcional de internalização de acLDL por CPEs cultivadas com 
DMEM-M1. Após 14 e 30 dias de cultura as CPEs foram incubadas com Dil-acLDL conjugado 




IV.2 - Modelo animal – lesão arterial e terapia celular 
Tendo em vista os resultados positivos na caracterização das CPEs na 15º 
passagem, tempo de cultivo utilizado para a obtenção de uma quantidade células suficiente para 
os ensaios in vivo de terapia celular.  
 
IV.2.1 - Área do trombo 
As artérias lesionadas foram isoladas, cortadas e coradas com hematoxilina e eosina 
(Figura 17). A área do trombo foi calculada para todos os grupos analisados, controle e injetados 
com CPEs nos tempos 0, 3 e 7 dias após a lesão.  
A figura 18 indica a porcentagem da área do trombo em relação à área total do vaso. 
A análise dos dados apresentados acima mostram que houve diminuição na área do trombo em 
todos os grupos analisados de 0 para 7 dias após a lesão.  
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Para o grupo CTR os valores das áreas do trombo são 82,78 ± 14,15 %; 78,35 ± 
4,31 e 49,59 % ± 17,91 % para 0, 3 e 7 dias respectivamente. Os valores para EGM2 são 82,61 
± 2,7 (0 dias); 79,61 ± 5,43 % (3 dias) e 46,98 ± 5,57 % (7 dias). Observamos que embora haja 
diminuição da área do trombo para ambos os grupos, com valores muito próximos, a mesma 
não é estatisticamente significativa. 
Já para o grupo M1 a área do trombo ocupa 83,61 ± 0,53 % da área do vaso logo 
após a lesão (0 dias), 76,49 ± 5,38 % após 3 dias e 11,32 ± 6,42 % após 7 dias da lesão. Notamos 
que nos tempos 0 e 3 dias não existe diferença significativa entre os grupos, ou seja, entre M1, 
EGM2 e CTR. Contudo, após 7 dias da lesão a diferença entre eles é estatisticamente 











Figura 17: Corte transversal de artéria carótida lesionada com FeCl3 coradas com 
hematoxilina e eosina. As setas amarelas indicam depósito de Fe+3 internalizado via 
endocítica-exocítica. Barra = 50µm. 
 
 
Figura 18: Porcentagem da área do trombo. A porcentagem da área do trombo foi calculada 
subtraindo a mesma da área total do lúmen vaso. * indica diferença estatística para p< 0,05 





IV.2.2 – Migração de CPEs marcadas com PKH26- GL para o local da lesão 
Com o intuito de observarmos se as CPEs injetadas na veia da cauda teriam a 
capacidade de migrar para o local da lesão, realizamos a marcação das mesmas com PKH26-
GL possibilitando assim sua visualização nos períodos de 0, 3 e 7 dias após a lesão. Para tal 
ensaio apenas os núcleos foram corados com DAPI (0,5 ug/mL) e as lâminas foram montadas 
a seguir. Os dados observados no ensaio de migração das CPEs para o local da lesão mostram 
a presença de células marcadas em vermelho, coloração correspondente à marcação com 
PKH26-GL, indicadas pelas setas brancas na figura 19. 
Com 0 e 7 dias após a lesão as células marcados com PKH26-GL encontram-se no 
lúmen do vaso, tanto para o grupo M1 quanto para o grupo EGM2 (Figura 19A, 19C, 19D, 
19F). Com 3 dias após a lesão para ambos os grupos observamos a presença destas células 
marcadas na camada adventícia (Figura 19B e 19E). Isto demonstra que as células não só são 
capazes de migrar para o local lesionado como também, devido ao desnudamento do endotélio, 
estas células podem se localizar na camada e adventícia podendo assim atuar na proliferação 




Figura 19: Migração de CPEs marcadas com PKH26-GL para o local da lesão. As CPEs 
cultivadas com meio DMEM-M1 e EGM2 foram marcadas com PKH26-GL (vermelho) antes 
de serem injetadas. Os animais foram sacrificados 0, 3 e 7 dias após a lesão. As setas indicam 




IV.2.3 – Imunofluorescência para CD31 
Pela imunofluorescência buscamos verificar a presença de CPEs no local da lesão, 
tanto na parede o vaso quanto no lúmen.  Realizamos o ensaio de marcação de células CD31 
para todos os grupo, CTR, M1 e EGM2, afim de observarmos a presença de CPEs e a 
distribuição do endotélio nos diferentes tempos após a lesão. As setas na figura 20 indicam 
presença de células CD31+ e T indica presença de trombo. O trombo a lâmina elástica ficam 
auto-fluorescentes de vermelho. Devido à lesão provocada pelo FeCl3 poucas células CD31 são 
encontradas formando o endotélio.  
Em todos os grupos analisados no tempo 0 dias, ou seja, logo após a lesão, não foi 
possível observar tal marcação. Para o grupo CTR 3 dias após a lesão, encontramos células 
CD31 na adventícia enquanto que com 7 dias esta mesma marcação ocorre no interior do vaso. 
No grupo M1 notamos que a marcação CD31 ocorre no lúmen do vaso 3 e 7 dias após a lesão, 
além disso, podemos observar também marcação na lâmina elástica, como indicado pelas setas 
amarelas. Já no grupo EGM2 a marcação foi observada apenas após 7 dias de lesão, estando a 






Figura 20: Imunofluorescência para CD31 de artérias carótidas lesionadas de 
camundongos C57bl06. Artérias carótidas lesionadas para os três grupos analisados, CTR sem 
injeção de células; M1 com injeção de células cultivadas com DMEM-M1 e EGM2 com injeção 
de células cultivadas com EGM2®.  As setas indicam marcação positiva para CD31/PE (seta). 
T indica presença de trombo evidente. Os núcleos foram corados com DAPI. Barra = 100µm.  
 
 
IV.2.4 - Tempo de oclusão do vaso  
Utilizando a sonda de ultrassom como descrito anteriormente medimos o tempo de 
oclusão do vaso, ou seja, o tempo no qual cessa o fluxo sanguíneo no local da lesão (Figura 21). 
No grupo controle o vaso ocluiu em 4,27 ± 0,89 minutos após a lesão. Para os grupos que 
receberam injeção de CMNs, HUVEC e fibroblasto este tempo foi de 7,98 ± 1,2; 4,85 ± 1,15 e 
3,34 ± 0,98 minutos, respectivamente. Desta forma, o tempo de oclusão do grupo controle e 




Já os grupos injetados M1 (26,23 ± 5,93 minutos) e EGM2 (16,29 ± 3,78 minutos) 
apresentaram um tempo prolongado de oclusão do vaso, sendo estes estatisticamente diferentes 
em relação aos grupos CTR (M1 é 5,14 vezes maior que CTR e EGM2 é 2,81 vezes maior que 
CTR, p<0,001), CMNs (M1 é 2,28 vezes maior que CMN e EGM2 é 1,04 vezes maior que 
CMN, p<0,001 e <0,05, respectivamente), HUVEC (M1 é 4,4 vezes maior e EGM2 é 2,35 
vezes maior, p<0,001) e fibroblasto (M1 é 6,85 vezes maior e EGM2 é 3,87 vezes maior, 
p<0,001). Estes resultados demonstram que o prolongamento do tempo de trombose observado 
é específico para os grupos que receberam tratamento com as CPEs e que, células como as 
HUVEC que são células endoteliais adultas e fibroblastos não são capazes de atuar o tempo de 
formação do trombo. 
 
Figura 21: Tempo de oclusão do vaso após lesão arterial com FeCl3. Os diferentes tipos de 
células foram injetados via endovenosa 15 minutos antes da lesão arterial. O tempo de oclusão 
foi determinado a partir da lesão até o fluxo sanguíneo cessar. Grupos analisados: CTR (sem 
células); CMN: células mononucleares; EGM2: CPEs cultivadas em EGM2; M1: CPEs 
cultivadas em DMEM-M1; HUVEC: células endoteliais de cordão umbilical humano, e 
fibroblasto. Todos os grupos são lesionados. Letras diferentes indicam diferença estatística 




IV.2.5 - Microscopia Intravital 
Por microscopia intravital (Figura 22), utilizando a injeção de rodamina 6G no vaso 
controle e injeção de células marcadas pelo mesmo marcador, acompanhamos a dinâmica de 
formação e desenvolvimento do trombo nos tempos 0, 3 e 10 minutos após a lesão arterial. O 
grupo controle foi lesionado com FeCl3 mas não recebeu nenhum tipo de célula. Neste grupo 
podemos observar que 3 minutos após a lesão o trombo já começa a se formar, aumentando ao 
longo do tempo (10 minutos).  
 No grupo que recebeu injeção de células mononucleares (CMNs) não cultivadas a área 
do trombo aumenta ao longo do tempo, e sofre embolização, embora esta não seja tão evidente 
quanto no grupo EGM2. Para o grupo que recebeu CPEs cultivadas com DMEM-M1 
observamos um pequeno trombo aos 3 minutos e este se mantém até 10 minutos. Com relação 
ao grupo que recebeu injeção de CPEs cultivadas com EGM2 por 30 dias, vimos que o trombo 
começa a se formar logo no início (tempo 0), aos 3 minutos ocupa quase a totalidade do lúmen 
do vaso, mas aos 10 minutos o trombo começa a embolizar, como indicado pela seta. Com 
injeção de HUVEC o trombo formado aos 3 minutos permanece ao longo do tempo, de forma 
similar o observado no grupo controle. O grupo que recebeu injeção de fibroblasto também 





Figura 22: Microscopia Intravital após a lesão por FeCl3. Após lesão e injeção das células 
acompanhamos a formação do trombo por 10 minutos nos diferentes grupos analisados; CTR; 
CMNs; EGM2; M1; HUVECs e fibroblasto. A seta indica local onde ocorreu embolização do 




Considerando a diminuição do trombo ocorrida no grupo injetado com CPE-EGM2, 
optamos por acompanhar esse grupo até 20 minutos para verificar o desenvolvimento do mesmo 
(Figura 23). Observamos a embolização do trombo com diminuição vísivel do mesmo a partir 
de 10 minutos e após 21 minutos da lesão arterial, as imagens indicam que o trombo 
praticamente desaparece (seta). 
 
Figura 23: Microscopia Intravital do grupo lesionado e injetado com CPEs cultivadas com 




IV.2.5.1- Microscopia Intravital - fração da área do trombo  
A figura 24 indica a variação das frações de área do trombo ao longo de 12 minutos 
nos diferentes grupos. No grupo controle a fração do trombo aumenta com o tempo, chegando 
a cerca de 80% por volta de 6 minutos e mantém-se até 12 minutos. A fração do trombo para o 
grupo EGM2 no tempo zero é cerca de 60%, isso ocorre porque quando iniciamos a captura da 
imagem a lesão já estava em andamento, contudo, ocorre uma diminuição ao longo do tempo e 
a fração termina em cerca de 50%.  Para o grupo que recebeu injeção de DMEM-M1 a fração 
do trombo permanece baixa ao longo do tempo, ficando abaixo de 20%.  O grupo que recebeu 
injeção de HUVEC a fração do trombo apresenta um pico de crescimento entre 6 e 8 minutos 






Figura 24: Fração do trombo formado ao longo de 12 minutos. Grupo controle: lesionado e 
sem injeção de células; DMEM-M1: lesionado e com injeção de CPEs cultivadas com meio 
DMEM-M1; EGM2: lesionado e com injeção de CPEs cultivadas com meio EGM2; HUVECs: 
lesionado e com injeção de HUVEC. As linhas mais escuras representam as médias e a porção 




 IV.2.6 – Agregação plaquetária  
Considerando o perfil de formação do trombo e a dinâmica do mesmo 
acompanhados pela microscopia intravital após injeção de diferentes tipos de células, buscamos 
observar qual seria o perfil de agregação plaquetária na presença destas células. (CPE-M1, 
CPE-EGM2, HUVEC e fibroblasto). Este ensaio foi realizado in vitro utilizando-se a trombina 
(concentração de 0.5U/ml) como agonista da agregação plaquetária. A trombina é produzida a 
partir da protrombina e converte fibrinogênio em fibrina para a formação do coágulo. 
Através das figuras 25A e 25B podemos observar o perfil de agregação plaquetária 
para os diferentes tipos celulares ao longo de 12 minutos.  No grupo CTR, onde está presente 
apenas plasma rico em plaquetas (PPR), solução salina (PBS) e trombina, a agregação chega a 
98,75 % (média dos CTRs de todos os grupos, lembrando para cada ensaio o agregômetro 
precisa de um tubo CTR e um teste -células). Quando em presença de CPEs cultivadas em 
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EGM2 apenas 53,75 % das plaquetas se agregam, ou seja, menos da metade em comparação ao 
grupo CTR (diferença estatisticamente significativa, p<0,05). Por outro lado em contato com 
HUVEC, linhagem de células endoteliais diferenciadas, a agregação plaquetária é de 89,75%, 
sendo estatisticamente igual ao do grupo CTR. Ensaios com fibroblastos, usados como controle 
negativo, apresentaram uma taxa de agregação de 92,5 %, também estatisticamente igual ao 
CTR. Com a população de CPEs cultivadas em M1 realizamos apenas um ensaio ilustrativo, 
uma vez que, o valor da agregação de 86% foi obtida por apenas um único teste, sem repetição 
por falta de células. Novos ensaios para esta população serão realizados e acreditamos que o 
valor da agregação se aproximará do valor de EGM2 por se tratar populações de CPEs, como 
identificado nos ensaios de caracterização. 
 
Perfil representativo da agregação plaquetária in vitro  




    
 
 
Figura 25: Agregação plaquetária. (A) Perfil representativo da porcentagem de agregação 
plaquetária em relação aos diferentes tipos celulares ao longo de 12 minutos na presença de 
trombina. No gráfico apresentado a linha azul indica o CTR (PRP e PBS, sem células nenhuma) 
e a linha preta indica o grupo de células analisado (PRP e células). (B) Gráfico do perfil de 
agregação, a imagem ao lado do gráfico mostra plaquetas agregadas após os ensaios. Letras 







IV.2.7 – Análise qualitativa da expressão de eNOS por western blotting 
A partir dos resultados histológicos, da dinâmica de formação e resolução do 
trombo e dos dados obtidos pela agregação plaquetária, passamos a analisar o cenário molecular 
e verificar a expressão e ativação de algumas proteínas envolvidas na mobilização das CPEs e 
no remodelamento vascular. Para obtenção destes dados utilizamos proteínas expressas 
localmente nas carótidas (western blotting e zimografia) e proteínas solúveis no plasma 
(ELISA). 
A partir de um pool de 5 carótidas para cada grupo de animais e para cada período 
analisado, analisamos de forma qualitativa (Figura 26) a expressão de eNOS, enzima 
responsável pela síntese de óxido nítrico (NO) potente vasodilatador e inibidor de agregação 
plaquetária. 
No grupo CTR observamos a diminuição da expressão de eNOS ao longo do tempo, 
sendo a mesma igual a 7970,1 (0 dias); 4666,8 (3 dias) e 1753,2 (7 dias). 
O EGM2 apresentou aumento de eNOS de 0 para 7 dias. No tempo 0, logo após a 
lesão, a expressão foi de 3186,8; após 3 dias da lesão aumentou para 6000,9 e com 7 dias chegou 
em 18026,1, ou seja, 5,65 vezes maior que no tempo 0. 
Para o grupo M1 também encontramos aumento na expressão de eNOS de 0 para 7 
dias. Os valores encontrados foram 5207,9; 1183,7 e 24102,9 (para 0, 3 e 7 dias, 
respectivamente), indicando aumento de 4,63 vezes após 7 dias de lesão em relação ao momento 
da lesão (0 dias). O aumento de expressão de eNOS nas carótidas injetadas com EGM ou M1 
indica que a presença destas células no tecido auxilia no reparo endotelial, já que eNOS é 





Figura 26: Análise qualitativa da expressão de eNOS (óxido nítrico sintase endotelial) no 
pool de artérias carótidas. O perfil de expressão de eNOS ao longo de 7 dias após a lesão 
arterial indica diminuição da mesma para o grupo CTR e aumento da expressão nos grupos 
tratados com células, EGM2 e M1. O gráfico representa a expressão de eNOS em pixels 
calculada utilizando o software ImageJ. Dados a partir do pool de 5 animais para cada grupo. β 




IV.2.8 – Zimografia para gelatinases MMP-2 e MMP-9 
A análise da atividade de MMP-2 e MMP-9 em gel de acrilamida foi realizada com 
um pool de carótidas (n=5) para cada grupo (CTR, EGM2 e M1), sendo assim um ensaio 
qualitativo.  
Por meio da zimografia (Figura 27) é possível identificarmos as seguintes 
gelatinases, MMP-2 latente (72 kDa), MMP-2 ativa (62 kDa), MMP-9 latente (92 kDa) e MMP-
9 ativa (83 kDa), além de outras metaloproteinases como a MMP-8 (bandas mais claras entre a 
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2 e a 9). É possível notar ainda as isoformas da MMP-9 caracterizadas pelo arraste evidente 
principalmente em CTR 3d, EGM2 3d e M1 7d. 
Para todas as análises realizadas optamos por comparar os grupos tratados com injeção de 
células (EGM2 e M1) com o grupo controle (CTR, sem injeção de células). 
 
 
Figura 27: Zimografia para a MMP-2 e MMP-9 de artéria carótidas de camundongos 
C57bl06 lesionados com FeCl3. Na porção superior observamos a presença de duas bandas, a 
de 93 kDa corresponde à MMP-9 latente e a de 83 kDa corresponde à MMP-9 ativa. Na 
sequência encontramos uma banda de 72 kDa correspondente à MMP-2 latente e uma de 62 
kDa de MMP-2 ativa. N=1 (pool de 5 carótidas) em duplicata. 
 
 
A atividade da MMP-9 latente apresenta o mesmo perfil para o grupo CTR e EGM2, 
com maior atividade 3 dias após a lesão (Figura 28A). No grupo CTR a intensidade das bandas 
são iguais a 3542,77 (0 dias); 12135,91 (3 dias) e 3507,477 pixels (7 dias). Para EGM2 os 
valores são iguais a 5979,01 (0dias); 12986,72 (3 dias) e 10566,03 (7dias), sendo estes 
respectivamente iguais a 1,67; 1,07 e 3,01 vezes maior que CTR (Figura 28B).  
Já para M1, a atividade de MMP-9 latente é diferente dos outros dois grupos, com 
maior atividade ocorrendo 7 dias após a lesão. No tempo 0 o valor medido para a intensidade 
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da banda é igual a 6453,719 e 5550,062 pixels para 3 dias. 7 dias após a lesão ocorre um 
aumento na atividade da MMP-9 latente (15882,72) e este equivale a 4,53 vezes o valor 





Figura 28: Zimografia para MMP-9 latente. (A) corresponde ao pico de intensidade das 
bandas do gel da figura 27, plotados e analisados pelo software ImageJ. (B) Análise da 
intensidade das bandas que correspondem do gráfico da figura 28A.  
 
 
O perfil de atividade de MMP-9 ativa (Figura 29A) se assemelha ao da MMP-9 
latente (Figura 28). Nos grupos CTR e EGM2 a atividade é mais intensa 3 dias após a lesão 






CTR apresenta os seguintes valores para intensidade de bandas, 685,11; 5450,59 e 
2697,79 e EGM2 apresenta 3041,74; 4602,31 e 4185,21 pixels respectivamente para 0, 3 e 7 
dias respectivamente (Figura 29B). 
A atividade de MMP-9 ativa para M1 foi medida em 2881,79 (0 dias); 1884,35 (3 
dias) e 12597,18 (7 dias), sendo este último 4,67 vezes maior que o CTR e 3 vezes maior que 





Figura 29: Zimografia para MMP-9 ativa. (A) intensidade das bandas do gel da figura 27, 
plotados e analisados pelo software ImageJ. (B) Análise da intensidade das bandas que 







A atividade de MMP-2 latente para o grupo CTR apresenta os seguintes valores, 
1601,43 logo após a lesão (0 dias), 4652,21 e 3282,77 pixels após 3 e 7 dias, respectivamente 
(Figura 30B).  
Os grupos que receberam injeção de células apresentam aumento da atividade de 
MMP-2, sendo esta maior 7 dias após a lesão. Os valores para EGM2 foram 3566,18 (0 dias), 
5697,13 (3 dias) e 10372,62 (7 dias). Com 7 dias o aumento foi de 3,16 vezes maior que o CTR. 
O grupo M1 apresentou os seguintes valores de intensidade de banda, 3796,62 (0 dias), 1625,31 
(3 dias) e 15407,13 pixels (7 dias), indicando aumento de 4,69 vezes em relação ao CTR 7 dias 






Figura 30: Zimografia para MMP-2 latente. (A) corresponde ao pico de intensidade das 
bandas do gel da figura 27, plotados e analisados pelo software ImageJ. (B)  Análise da 






A isoforma MMP-2 ativa também foi detectada em todos os grupos analisados 
(Figura 31A). E apresentou um perfil semelhante ao da MMP-2 latente (Figura 30B). 
No período logo após a lesão o grupo CTR apresentou intensidade de banda igual 
a 658,72 e esta aumentou ao longo do tempo para 5257,48 e 5607,06 pixels para 3 e 7 dias, 
respectivamente (Figura 31B).  
A intensidade da banda para EGM2 com 0 dias foi de 2942,48 (4,47 vezes maior 
que CTR) e 3656,60 pixels para 3 dias. E com 7 dias após a lesão houve uma aumento de 2,48 
na atividade de MMP-2 de EGM2 em relação ao CTR. 
M1 também apresentou aumento da atividade de MMP2 em relação ao grupo CTR, 















Figura 31: Zimografia para MMP-2 ativa. (A) pico de intensidade das bandas do gel da 
figura 27, plotados e analisados pelo software ImageJ. (B)  Análise da intensidade das bandas 





IV.2.9 - Quantificação dos fatores VEGF, TNFα e SDF-1 por ELISA 
 Os níveis de VEGF, TNF alfa e SDF-1 foram analisados por ELISA. Não 
observamos alterações significativas em nenhum dos tratamentos nos níveis circulantes de 
VEGF e TNF alfa. Observamos alterações significativas nos níveis de SDF-1 no plasma dos 





O grupo CTR apresentou aumento significativo da concentração de SDF-1 ao longo 
do tempo, sendo as concentrações iguais a 637,08 ±0,21 pg/mL; 1169,9 ± 0,19 pg/ mL e 1476,5 
± 0,14 pg/ mL para 0, 3 e 7 dias após a lesão, respectivamente. Tanto de 0 para 3 dias (p<0,05) 
quanto de 0 para 7 dias (p<0,001) houve diferença estatística significativa. Já 3 para 7 dias 
embora tenha ocorrido aumento na concentração, este não foi estatisticamente significativo. 
O EGM2 apresenta um perfil da concentração de SDF-1 semelhante ao do grupo 
CTR, ou seja, aumento na concentração. Imediatamente após a lesão encontramos 233,85 ± 
0,09 pg/mL de SDF-1 no plasma sanguíneo, 3 dias após a lesão este aumentou para 728,27 ± 
0,05 pg/mL (p<0,01) e com 7 dias chegou a 931,53 ± 0,23 pg/mL. De 0 para 3 dias p<0,01 e de 
0 para 7 p<0,001. Entre 3 e 7 dias não houve diferença significativa. 
O grupo M1 por sua vez não apresentou alterações significativas na concentração 
de SDF-1 ao longo do tempo analisado. Os valores encontrados foram iguais a 629,38 ± 0,06 
pg/mL (0 dias); 798,59 ± 0,11 pg/mL (3 dias) e 751,34 ± 0,24 pg/mL (7 dias). 
Podemos observar ainda que os grupos que receberam injeção de células 
apresentaram valores estatisticamente iguais após 3 (728,27 ± 0,05 pg/mL para EGM2 e 798,59 
± 0,11 pg/mL para M1) e 7 dias de lesão (931,53 ± 0,23 pg/mL para EGM2 e 751,34 ± 0,24 
pg/mL para M1).  Considerando que o SDF-1 é um dos principais fatores envolvidos na 
mobilização de células tronco a partir da medula óssea em direção ao sangue circulante e tendo 
por base os dados encontrados, podemos sugerir que a injeção das CPEs diminui a mobilização 





Figura 32. Quantificação do Fator Derivado de Células Estromais da Medula Óssea (SDF-
1) no plasma de camundongos C57BL6. SDF-1 foi dosado no plasma de camundongos 
C57BL/6, nos grupos CTR (controle), EGM2 (injetado com células cultivadas em meio 
EMG2®) e M1 (injetado com células cultivadas em meio M1). * representa significância 
















A regeneração do vaso é um processo que começa a ocorrer imediatamente após a 
lesão vascular. Esta inicia o processo de trombose, seguido da sinalização celular local para a 
atração de plaquetas e de células inflamatórias para o local lesionado. Após a formação do 
trombo observamos o início do processo de regeneração do vaso, no qual as células endoteliais 
locais produzem óxido nítrico, VEGF e SDF-1 principalmente. Deste modo o endotélio 
lesionado atrai as células progenitoras endoteliais, controla a formação do trombo e regula a 
produção de neointima controlando a proliferação de células musculares lisas no local da lesão 
arterial. A terapia celular utilizando as CPE pode se tornar um bom recurso para a regeneração 
vascular apropriada em doenças cardiovasculares. Portanto compreender como as CPE podem 
ser cultivadas e seu papel no processo inicial de trombose foi o objetivo principal desta tese de 
doutorado. 
Isoladas a partir do sangue periférico humano, as CPEs representam um tratamento 
potencial para doenças cardiovasculares, uma vez que revelam um novo paradigma no qual 
tanto a vasculogênese quanto a angiogênese podem ocorrer em tecidos adultos (Asahara et al., 
1997; Eggermann et al., 2003). Estas células possuem são capazes de proliferar, migrar e 
diferenciar-se em uma linhagem de células endoteliais, mas ainda sem as características de 
células endoteliais maduras (Kawamoto e Asahara, 2007). 
As CPEs representam um número extremamente baixo do total de células da 
medula óssea (menos de 1%) e do sangue periférico (menos de 0,01%) (Smadja et al., 2007; 
Cheng et al., 2013), tornando assim a técnica de cultura de células uma ferramenta importante 
para a expansão in vitro das CPEs, e favorecendo a busca de novas metodologias a fim de 
utilizá-las na terapia celular (Iwaguro e Asahara, 2005).  
Foi considerando esse potencial das CPEs na lesão vascular e utilizando a técnica 
de cultura de células que buscamos na presente pesquisa isolar, caracterizar e expandir CPEs 
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extraídas da medula óssea de camundongos machos C57bl/6. Para isso utilizamos dois 
diferentes meios de cultura, DMEM-M1 e EGM2®. DMEM-M1 (DMEM suplementado com 
VEGF (20 ng/mL), bFGF (2 ng/mL) e IGF (2ng/mL) e 10% SFB) foi desenvolvido em nosso 
laboratório e mostrou-se eficiente para o cultivo de CPEs, tanto precoces (early EPC) (Carneiro 
et al., 2015) quanto tardias (late EPC) como observamos neste trabalho.  Já o EGM2® 
(suplementado com VEGF, hFGF-B, R3-IGF-1, hEGF, ácido ascórbico, heparina, 
hidrocortisona, GA-1000 (gentamicina, anfotericina-B) e SFB) é um meio comercial, 
amplamente utilizado para cultivo de células mononucleares levando sua diferenciação em CE 
adultas como descrito na literatura (Eggermann et al., 2003; Jianguo et al.,2010; Yang et al., 
2011; Bueno-Betí et al., 2013; Cheng et al.,2013). Este meio embora tenha descrito seus 
componentes não indica a concentração de cada um deles e como observamos, ele acaba 
promovendo a diferenciação das CPE em CE adultas mais rapidamente que o DMEM-M1.  
A caracterização das CPEs se deu através dos ensaios de imunofluorescência (após 
7, 14 e 30 dias de cultura) e citometria de fluxo (30 dias ou 15º passagem). 30 dias de cultura 
foi o período que estabelecemos como necessário para a obtenção da quantidade suficiente de 
CPEs tardias para a realização dos ensaios in vivo. Pelos dados de imunofluorescência 
observamos que as CPEs cultivadas com DMEM-M1 expressam os mesmos marcadores 
daquelas cultivadas com EGM2® e descritos na literatura, ou seja, são células CD133+, CD34+, 
CD31+, VEGFR2+ e VE- caderina+ (Timmermans et al., 2009; Cheng et al., 2013; Williams e 
Silva, 2015). E embora ainda haja debate acerca dos marcadores característicos das CPEs, sem 
nenhum consenso, optamos por tais marcadores na intenção de traçarmos um perfil da nossa 
população de CPEs (principalmente as cultivadas com DMEM-M1) com base tanto em 
marcadores de células mais precoces (CD133 e CD34) quanto de células diferenciadas (CD31 
e VE-caderina). Através da citometria de fluxo foi possível quantificar a expressão de alguns 
destes marcadores após 30 dias de cultura. Verificamos que as células cultivadas com DMEM-
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M1 são uma população de células menos diferenciadas por apresentarem menor expressão de 
CD31 (26,55 % do total de células de DMEM-M1 analisadas contra 49% para EGM2®). 
Como o meio DMEM-M1 é um meio desenvolvido pelo nosso grupo, foi necessária 
ainda a realização de ensaios funcionais para corroborar com a afirmação da presença de uma 
população de CPEs tardias, após 30 dias de cultura (late EPC). Os resultados positivos para 
formação de estrutura semelhante a vaso em Matrigel® e internalização de acLDL vão de acordo 
com o estabelecido por Hur et al (2004), Yoder et al (2007), Yang et al (2011) e Tsukada et al 
(2013) dentre outros. 
Uma vez estabelecida as duas populações de CPEs (cultivadas com M1 e com 
EGM2) iniciamos os ensaio in vivo, para acompanhar o papel das mesmas na resolução do 
trombo arterial.  A escolha pelo modelo de indução do trombo por FeCl3 se deu levando em 
consideração a ampla aplicabilidade do mesmo em diversos modelos animais como 
camundongos, ratos, coelhos e porcos (Kurz et al., 1990; Day et al., 2004; Whinna, 2008; Surin 
et al, 2010), a facilidade de reprodução da técnica, uma vez estabelecida a concentração do 
FeCl3, além de não exigir equipamentos específicos ou caros (Farrehi et al. 1998; Owens e 
Mackman 2010; Eckly et al. 2011) e ainda porque segundo Farrehi et al (1998), trombos 
induzidos por FeCl3 em camundongos são ricos em plaquetas e são muito semelhantes aos 
trombos arteriais humanos.  
Tseng et al. (2006) demonstraram que FeCl3 atravessa o endotélio por uma via 
endocítica-exocítica para o lúmen arterial causando completa denudação endotelial e formação 
de um trombo oclusivo. As alterações induzidas por FeCl3 estão associadas à 
disfunção/denudação endotelial, aumento na adesão e agregação plaquetária e da coagulação 
levando a um aumento do estresse de cisalhamento, devido ao fluxo de sangue incompatível 
gerado (Wang e Xu, 2005; Westrick et al., 2007). 
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A concentração de FeCl3 utilizada para indução do trombo varia muito, podendo 
ser de 2,5 % a 80% (Kurz et al., 1990; Wang e Xu, 2005). Em nosso laboratório padronizamos 
a indução da lesão com uma concentração de 15% (dados ainda não publicados). 
Os animais lesionados receberam 3 doses de 2x105 células administradas na veia da 
cauda, além das CPEs ministramos ainda HUVEC e fibroblasto (como controle negativo). A 
primeira injeção de CPEs foi realizada 15 minutos antes da lesão de acordo com o protocolo de 
Abou- Saleh (2009), permitindo-nos assim acompanhar o tempo de oclusão do vaso. As outras 
duas doses de CPEs foram injetadas 1 e 24 horas após a lesão seguindo o protocolo de Godoy 
et al. (2015) padronizada em nosso laboratório. Pelos dados do tempo de oclusão (efeito 
Doppler) e pelos dados de microscopia intravital verificamos que as CPEs foram eficazes tanto 
no prolongamento do tempo de oclusão quanto na embolização do trombo. 
Tendo em vistas estes dois importantes resultados envolvendo a injeção de CPEs 
buscamos verificar o perfil do trombo com relação à presença de células e uma possível via de 
ação das mesmas, partindo da análise de Liu et al. (2012) e Lima et al (2012) de que a terapia 
celular pode alterar o microambiente trombótico e fornecer mecanismos celulares e moleculares 
para organização e recanalização do trombo por via autócrina ou parácrina.  
Surin et al. (2010) e Barr et al. (2013) mostraram um trombo oclusivo, formado por 
plaquetas e células vermelhas do sangue em um enredados rede de fibrina. A análise das artérias 
carótidas em nossos experimentos também indicaram a presença de células sanguíneas, tanto 
hemácias como neutrófilos (dados não mostrados). Pelo nosso modelos de lesão foi possível 
notarmos a presença das CPEs que haviam sido injetadas na veia da cauda (confirmadas pela 
marcação com PKH26-GL) e de células CD31+ tanto no lúmen quanto na camada adventícia, 
também foi evidente. Segundo Abou-Saleh et al. (2009) o recrutamento destas CPEs para o 
local da lesão pode contribuir (1) para atenuar a resposta trombótica aguda por inibição da 
atividade plaquetária e (2) para promover a re-endotelização e reparo vascular. O que confirma 
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também os dados de Kaushal et al. (2001) e Shirota et al. (2003) que mostraram menor chance 
de trombose e rejeição aos transplantes revestidos com CPEs expandidas in vitro e semeadas 
no lúmen de enxertos de pequeno diâmetro e implantados in vivo. A presença de células CD31 
positivas em vasos lesionados foi observada também por Di Santo et al. (2009) que 
demonstraram ainda que a quantidade e o tamanho dos capilares foram significativamente 
maiores em animais que receberam a injeção de CPE sugerindo a neovascularização destes 
trombos. 
Owens e Mackman (2010) denominam o trombo arterial de trombo branco por ser 
rico em plaquetas. Falati et al. (2002) e Kuijpers et al. (2008) demonstram que a formação de 
trombo por FeCl3 ou por laser (geração de ROS pela reação do rosa de bengala com o laser) 
baseia-se na ativação combinada de plaquetas e do sistema de coagulação ativado. As plaquetas 
interagem com os componentes da matriz extracelular expostos na parede do vaso sanguíneo, 
assim os receptores de adesão das plaquetas (GPIb-IX) se ligam ao fator de von Willebrand 
(vFW) e ao colágeno formando agregados de plaquetas (Israels et al. 2001; Heemskerk et al. 
2005).  
As plaquetas desempenham um papel importante na mobilização, aderência, 
proliferação sobrevivência, ativação e diferenciação das CPEs auxiliando não apenas o 
endereçamento destas células mas também na sua diferenciação em CE maduras (Sopova et al., 
2012). Logo após a lesão vascular plaquetas ativadas secretam uma série de citocinas, dentre 
elas SDF-1 que auxiliam na adesão primária das células progenitoras na superfície do trombo 
arterial, como demonstrado por Massberg et al. (2006). 
Nossos dados de agregação plaquetária indicaram que, na presença das CPEs, as 
plaquetas agregam menos do que na ausência das mesmas. A redução foi cerca de 30% menor 
tanto em relação ao grupo CTR (sem células) quanto em relação aos grupos com células 
endoteliais diferenciadas (HUVEC) ou com fibroblasto (que não possui origem endotelial). De 
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acordo com Abu-Saleh (2009) a diminuição na agregação plaquetária por meio das CPEs pode 
ser explicada pela diferenciação das células e consequente alteração na expressão de alguns 
marcadores, tendo observado um decréscimo na expressão de PSGL-1 (ligante da P-selectina 
das plaquetas). As CPEs, mais especificamente as CPEs tardias, aumentam dois principais 
vasodilatadores e potentes agentes anti-plaquetários, a PGI2 e o NO (Khzam et al.,2015), 
proporcionando assim, uma possível explicação para a redução significativa na ligação de 
plaquetas ativadas a CPEs. Essa redução na agregação plaquetária é importante também na 
medida em que ela pode atenuar a formação de neointima, como mostrado por Yokoi et al. 
(2010) onde a inibição da agregação pelo bloqueio do receptor de ADP suprime a produção de 
SDF-1 plaquetário que por sua vez diminui a circulação de células progenitoras musculares, 
dando início ao processo de reparo e remodelamento vascular após a lesão (Massberg et al., 
2006).  
Tendo vista o cenário da lesão arterial e consequente formação de um trombo rico 
em plaquetas, é importante consideramos a afirmação de Massberg et al. (2006) e Discher et al. 
(2009) de que o endotélio vascular e plaquetas ativadas liberam citocinas que combinadas com 
a expressão de fatores de crescimento locais, altera a homeostase vascular de forma a promover 
um gradiente de sinalização para a mobilização e endereçamento de células da medula óssea. 
Uma via de mobilização das CPEs é a via fosfatidilinositol 3-quinase/Akt 
(PI3K/AKT) que ativada por fatores angiogênicos estimulam a síntese de NO, por eNOS, cujo 
aumento da biodisponibilidade leva à clivagem de adesões intercelulares entre as células tronco 
e as células estromais da medula óssea permitindo assim a mobilização das CPEs para a 
circulação (Heissig et al., 2002).  
Murohara et al. em 1998 demonstraram neovascularização prejudicada em 
camundongos NOS3 -/- (deficientes em eNOS). De acordo com Zhang et al. (2011), o NO tem 
função crucial na manutenção da função vascular normal, mediada pela sua capacidade de 
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vasodilatação e inúmeros efeitos anti-aterogênicos.  Aicher et al. (2003) por sua vez, 
constataram que em camundongos eNOS-/- além da mobilização prejudicada das CPEs ocorre 
também aumento da mortalidade após mielossupressão e reduzida mobilização de CPEs 
induzida por VEGF. Nossos dados acerca da expressão local de eNOS indicam aumento da 
mesma nos grupos tratados com CPEs, assim como já demonstrado por nosso grupo (Godoy et 
al., 2015). Com 7 dias após a lesão a expressão de eNOS foi ainda mais acentuada, a importância 
deste dado está relacionada à ação vasoprotetora do NO a partir da qual podemos pensar no 
reestabelecimento da função vascular e inibição da neointima, como apontado por Zampetaki 
et al. (2008). 
Os efeitos proteolíticos das MMPs têm um papel importante no remodelamento 
vascular, migração celular e no processamento de proteínas de matriz e moléculas de adesão 
(Visse e Nagase, 2003 e Galis e Khatri, 2002), através da degradação de proteínas da membrana 
basal vascular e da matriz extracelular e da modificação de fatores de crescimento angiogênicos 
e citocinas, sendo MMP-9 e 2 tidas como moduladoras de CEs (Chen et al., 2013). Nos vasos 
sanguíneos, a degradação da matriz é mediada pela ativação das MMPs para facilitar migração 
e invasão de células endoteliais e células murais (Chen et al., 2013). As MMPs funcionam como 
citocinas inflamatórias durante formação e remodelamento vascular, de forma que, em 
condições normais as isoformas ativas estão ausentes ou expressas a níveis baixos e em tecidos 
submetidos a angiogênese anormal e remodelamento vascular, as MMPs passam a ser mais 
expressas, segregadas e ativadas (Raffetto e Khalil, 2008). Considerando tal constatação e o 
quadro de possível lesão arterial provocada pelo FeCl3 e terapia através da injeção de CPEs em 
nossos ensaios, podemos pensar que o aumento da atividade das MMP-2 e 9, tanto latente 
quanto ativa, estão ligados ao remodelamento vascular, através da degradação da MEC e 
invasão das CPEs injetadas. 
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A MMP-9 contribui não somente com a degradação da matriz, mas também pode 
modular diretamente os comportamentos e as funções das CPEs circulantes em resposta à 
isquemia do tecido (Huang et al., 2009). O aumento da sua expressão e atividade tem sido 
demonstrado durante resolução do trombo in vivo (Nguyen et al., 2015; Dahi et al., 2005; 
Deatrick et al., 2005) e estão associados à instabilidade da placa aterosclerótica (Heo et al., 
2011). A deficiência em MMP-2 também compromete a neovascularização pela redução da 
invasão, proliferação e mobilização de CPEs e CEs (Cheng et al.,2007).  
Outro importante resultado obtido na presente pesquisa diz respeito ao SDF-1, um 
dos principais quimio-atratores de CPEs que é constitutivamente expresso, mas tem seus níveis 
rapidamente aumentados por estímulos como inflamação, alterações da matriz extracelular, 
lesão vascular e hipóxia (Zampetaki et al., 2008). Nos primeiros 30 minutos após a lesão arterial 
o trombo rico em plaquetas é a maior fonte de SDF-1, mas ao longo das horas e dos dias a 
liberação desta citocina fica a cargo das células musculares lisas (Massberg et al., 2006). 
Considerando os níveis significativamente menores de SDF-1 encontrados para os grupos que 
recebera injeção de CPEs em relação ao CTR (sem células), podemos inferir que o suprimento 
destas células injetadas leva à diminuição na via de sinalização para a mobilização de CPEs a 
partir da medula óssea, já que as CPE injetadas substituiriam aquelas mobilizadas a partir da 
medula óssea. Isso é um fator importante, já que em doenças cardiovasculares o número de CPE 
já é bem reduzido. Se as CPE utilizadas como terapia células substituem efetivamente as CPE 











1- O meio DMEM-M1 (DMEM acrescido de VEGF (10ng/mL), IGF (2ng/mL) e bFGF (2 
ng/mL)) foi capaz de promover a diferenciação in vitro de células mononucleares em CPEs 
tardias, formando porém uma população de células menos diferenciadas quando comparada 
com a população de células expandidas com o meio comercial EGM2®, identificada pela 
expressão de CD31.  
2- As CPEs injetadas em camundongos lesionados foram sensíveis a sinalização que ocorre 
após a lesão arterial (FeCl3) sendo capazes de migrar para as diversas camadas do vaso 
interferindo na formação do trombo e na regeneração vascular. Estes efeitos podem ser 
observados pelo aumento do tempo de trombose e maior velocidade de remodelamento do 
trombo (microscopia intravital). 
3- As CPE interferem na agregação plaquetária, tendo apresentado diminuição da mesma 
quando comparada às CE maduras e fibroblastos. 
4- Verificamos aumento na expressão de eNOS enzima responsável pela síntese de NO, 
importante e potente vasodilatador e vasoprotetor que inibe a agregação plaquetária e atua no 
remodelamento vascular. 
5- Houve aumento da atividade das gelatinases MMP-9 e MMP-2 nos grupos tratados com 
CPEs, que pode estar diretamente ligado com a produção de fatores que aumentam o 
remodelamento da matriz trombótica, o acesso das CPEs ao local da lesão arterial e a posterior 
a recuperação do endotélio lesionado. 
6- Por fim verificamos a diminuição da expressão de SDF-1, que atua na mobilização e 
endereçamento das CPES a partir da medula óssea para o local da lesão, o que nos leva a inferir 
que as CPEs injetadas estão sinalizando para a diminuição da mobilização celular da medula e 




Desta forma podemos considerar que as CPEs, expandidas e diferenciadas in vitro 
tanto pelo meio DMEM-M1 quanto pelo EGM2®, transplantadas após a lesão arterial da 
carótida apresentaram efeito benéfico no remodelamento do trombo, com provável 
recanalização do mesmo e remodelamento da parede do vaso (como observado no esquema 
abaixo), podendo ser este tratamento considerado como uma terapia alternativa para os 




































Lesão endotelial provocada por 
FeCl3, levando à exposição de FT e 
ativação da cascata de coagulação 
e formação do trombo arterial (rico 
em plaquetas e fibrina) 
Ocorre liberação de SDF-1, 
eNOS, MMP-9 e 2.  
CPE injetadas migram para o 
local da lesão 
CPE diminui agregação 
plaquetária, promove 
embolização/ recanalização do 
trombo e atua no 
remodelamento vascular 
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